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Dédicace au lapin de Tim et Olivia
Et voilà une bonne recette qui fera le plaisir du lapin de Timothée et Olivia :
– nom : "Coniglio alle olive" ou "Lapin aux olives"
– ingredients : 1 lapin, 1 oignon, 80 gr. d’olives vertes et noires, 1 céléri, 50 gr. de noix,
thym, romarin, laurier, un verre de vin rouge, huile, poivre, sel.
préparation : nettoyez le lapin et coupez le en morceaux grands comme deux noix, faites le
frire dans l’huile. Quand il aura pris un peu de couleur rajoutez l’oignon et le céléri coupés en morceaux,
le thym, le romarin et une feuille de laurier. Rajoutez les noix et arroser le tout avec du vin. Après avoir
mis le sel et le poivre selon votre gout, réduisez la flamme. Après 25-30min (mi-cuisson), rajoutez les
olives et continuer la cuisson en couvrant le lapin avec un couvercle, en rajoutant de temps en temps, si
nécessaire, un peu d’eau. A dix minutes de la fin, rajoutez le foie de l’animal qui a été cuit avant dans
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Introduction
Les cellules de tous les organismes vivants contiennent des molécules d’ADN dont la lon-
gueur est plusieurs milliers de fois supérieure au diamètre de la cellule. Donc chaque orga-
nisme vivant doit faire face au problème de l’organisation et de la récupération de l’information
génétique que constituent ces très longues molécules d’ADN. Le problème de l’organisation du
matériel génétique chez les eucaryotes a été résolu en utilisant toute une série de protéines, les
histones, qui réduisent le volume occupé par la molécule d’ADN en formant un complexe nu-
cléoprotéique très compact appelé chromatine.
Cependant, le haut degré de compaction de l’ADN au sein de la structure chromatinienne
pose des problèmes à la cellule pour la récupération de l’information génétique, en empêchant
l’accrochage et l’activité de presque toutes les protéines qui doivent accéder l’ADN.
Plusieurs complexes sont impliqués dans le remodelage de cette structure en permettant un
contrôle dynamique et de longue portée de l’expression génétique.
Parmi ces complexes, une famille de protéines, appelées facteurs de remodelage de la chro-
matine, utilise l’énergie d’hydrolyse de la molécule d’ATP pour remodeler la structure chroma-
tinienne. Le mouvement des constituants de la chromatine (les nucléosomes) se fait en altérant
le contact ADN histones. Plusieurs expériences suggèrent que ces familles de protéines ont une
activité de translocase stimulée par l’ADN et qu’elles sont capables de changer la topologie de
la molécule d’ADN.
Lemécanisme par lequel les facteurs de remodelage utilisent l’énergie d’hydrolyse de l’ATP
pour remodeler la structure chromatinienne n’est pas encore clair, et les expériences en volume
ne permettent pas d’accéder à ces informations avec facilité.
Récemment, les expériences de micromanipulation et de visualisation de molécules d’ADN
(pinces magnétiques, TPM, AFM, etc..) se sont avérées être un outil d’investigation puissant
pour étudier les enzymes qui travaillent sur la molécule d’ADN, comme les topoisomérases,
les hélicases, les facteurs transcriptionels qui forment une boucle dans l’ADN, les translocases,
etc.. [1, 2, 3, 4].
Le travail présenté dans cette thèse a eu comme objectif d’essayer de comprendre le mé-
canisme d’action de deux facteurs de remodelage appartenant à deux familles différentes : la
protéine ISWI (famille ISWI) de la drosophile et le complexe RSC (famille SWI/SNF) de la le-
vure, en utilisant des techniques demanipulation et de visualisation demolécules individuelles
d’ADN.
Le plan de ce manuscrit est donc le suivant : le premier chapitre est consacré à la description
de la structure et de la compaction de l’ADN dans les noyaux cellulaires.
Ce chapitre permet d’introduire la structure de la chromatine, nécessaire afin de bien com-
prendre le fonctionnement et le rôle biologique des facteurs de remodelage de la chromatine.
Le deuxième chapitre est consacré à la description de toutes les formes de remodelage de
TABLE DES MATIÈRES TABLE DES MATIÈRES
la structure chromatinienne, avec une partie plus consistante dédiée aux remodelages ATP-
dépendants.
Dans le troisième chapitre, après une introduction générale sur les techniques de manipula-
tion et de visualisation desmolécules uniques utilisées pour étudier l’interactionADN/protéines,
on expose les montages expérimentaux utilisés, qui ont été les pinces magnétiques, la "TPM"
(mouvement d’une particule accrochée), et l’AFM.
Dans la quatrième et dernière partie de la thèse, je présente les résultats expérimentaux
obtenus avec les deux facteurs de remodelage, en proposant un mécanisme probable de trans-
location qui pourrait expliquer le fonctionnement de ces deux familles de remodelage.
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Compaction de l’ADN dans le noyau
cellulaire
1.1 Introduction
Toutes les cellules, qu’elles soient procaryotes ou eucaryotes, contiennent des molécules
d’ADN chromosomique dont la longueur totale est plusieurs milliers de fois supérieure au
diamètre de la cellule.
Par exemple, le génome humain est constitué de 3.3 × 109 bp (paires de bases), ce qui cor-
respond à une longueur de 1.1 m. Cet ADN doit donc être replié et compacté pour qu’il puisse
entrer dans l’espace très petit qui constitue le noyau cellulaire dont le diamètre vaut 10µm.
Ce repliement résulte de l’association de l’ADN avec des protéines structurales, les histones,
donnant ainsi naissance à une structure hiérarchique appelée chromatine.
Plusieurs niveaux de repliement aboutissent à une compaction efficace de l’ADN, celui-ci
ayant alors une structure 100000 fois plus compacte que ne l’est sa forme native (fig. 1.1). C’est
cette compaction que les facteurs de remodelage vont devoir réguler pour permettre l’accès de
la machinerie de transcription.
Le premier niveau de repliement résulte de l’enroulement de l’ADN autour d’un coeur
protéique pour former un nucléosome, qui est l’unité répétitive fondamentale de la chromatine.
Cela raccourcit d’environ sept fois l’ADN nu.
Dans un second temps, le cordon de nucléosomes se replie en un filament plus court et plus
épais appelé fibre de 30 nm, environ 40 fois plus court que l’ADN nu.
Cet élément est, à son tour, replié en une fibre de 100 à 300 nm de diamètre, qui forme vrai-
semblablement des domaines en boucles de 15000 à 100000 paires de bases, qui vont interagir
avec les protéines qui constituent la matrice nucléaire.
Cette structure condensée de l’ADN, tout comme l’organisation de la chromatine en ter-
ritoires et la répartition de ces derniers dans l’espace nucléaire, peut constituer un obstacle
physique à des processus qui nécessitent d’avoir accès à l’ADN, tels que la transcription.
En réalité, la structure de la chromatine est très dynamique : celle-ci peut être déconden-
sée localement puis recompactée par la suite, rendant momentanément l’ADN accessible à la
machinerie de transcription, de réplication et de réparation.
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FIG. 1.1 – A` gauche, représentation schématique des différents niveaux de compaction de l’ADN
à la base de la structure chromatinienne dans la cellule eucaryote. A` droite, quelques clichés de
microscopie électronique illustrant les différents niveaux de compaction.
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Ces processus de décondensation et (re)compaction de la chromatine mettent en jeu des
complexes spécialisés appelés facteurs de remodelage de la chromatine, qui altèrent la structure
nucléosomale.
Nous allons à présent revenir plus en détail sur les différents niveaux de compaction de la
chromatine après avoir procédé à quelques rappels concernant l’ADN.
1.2 Architecture nucléaire
1.2.1 Structure de l’ADN
L’acide désoxyribonucléique (ADN) est une molécule constituée de deux brins arrangés de
façon anti-parallèle qui s’enroulent l’un autour de l’autre pour former une hélice (fig. 1.2a).
Chaque brin est un polymère organique linéaire (dont l’unité monomérique se décline sous 4
formes notées A, T, C et G). Chaque lettre (ou monomère) est constituée d’un sucre cyclique,
le désoxyribose, d’une base azotée et d’un groupement phosphate (fig. 1.2b). La liaison entre
monomères s’effectue par formation d’une liaison phosphodiester entre le phosphate lié au
sucre sur le carbone en position 5’ et le groupe hydroxyle lié au carbone en position 3’ du sucre
suivant.
Il existe quatre bases azotées dans l’ADN, deux purines (l’adénine et la guanine), et deux
pyrimidines (la cytosine et la thymine), qui sont reliées au désoxyribose par le carbone 1’. On
repère conventionnellement l’orientation d’un simple brin d’ADN à partir de son extrémité 5’
(où est situé un groupement phosphate libre) jusqu’a son extrémité 3’ ( où est situé un groupe
hydroxyle).
Les deux simples brins d’ADN sont orientés de façon anti-parallèle et s’enroulent l’un au-
tour de l’autre grâce à la formation de liaisons hydrogène entre les bases azotées (fig. 1.2c).
La présence d’amines primaires et secondaires dans les bases azotées permet aux bases azo-
tées d’un brin d’interagir avec celles d’un autre brin en formant des paires de bases complé-
mentaires. Les bases guanine (G) s’apparient en formant trois liaisons hydrogène avec les bases
cytosine (C), tandis que les bases adénine (A) et thymine (T) s’apparient en formant deux liai-
sons hydrogène. La stabilité de l’hélice est due principalement à l’appariement des bases, mais
il y a en plus une forte interaction hydrophobe, dite "d’empilement" (due à la nature hydro-
phobe des bases azotées), entre les paires de bases successives au sein de la double hélice. Les
caractéristiques de l’hélice formée par l’enlacement des deux brins (le pas hélical, la direction
de hélice, le diamètre effectif, etc.) dépendent d’un grand nombre de paramètres environne-
mentaux tels que le solvant, la température, la force ionique [5]. L’ADN canonique en solution
est nommé ADN-B, et a une structure en hélice droite. L’ADN-B a un diamètre d’environ 24Å,
et un pas hélical de 3.6 nm (ou 10.5 paires de bases (pb)) par tour. L’espacement entre les bases
est d’environ 3.4Å. L’ADN, stabilisé dans la forme B, a une forte rigidité locale : la longueur
de persistence ξ de l’ADN-B est égale à ξ = 50nm, soit presque 150 pb. Elle correspond à la
distance sur laquelle l’orientation de l’axe de la molécule est corrélée en dépit de l’agitation
thermique et donne une mesure de la rigidité d’un polymère.
Si on change les conditions d’humidité ou de salinité, on peut obtenir des structures dif-
férentes de la forme B (fig. 1.3). Dans des conditions de faible humidité et à basse concentra-
tion en cations, on observe la forme A de l’ADN, qui est une structure plus compacte que la
forme B (espacement entre les bases 2.6Å[5]), mais ayant la même hélicité. Par contre, avec des
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FIG. 1.2 – a) Structure atomique de la double hélice d’ADN. b) Représentation schématique d’un nu-
cléotide. c)Enchaînement des nucléotides le long d’un fragment d’ADN simple brin et association des
deux brins d’ADN de manière anti-parallèle qui, en établissant des liaisons hydrogène, adoptent une
structure en double hélice.
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forme A forme B forme Z
FIG. 1.3 – Structure atomique de la double hélice d’ADN dans la forme A, B, ou Z, obtenues en
changeant les conditions d’humidité et de salinité.
concentrations salines très élevées et avec certaines séquences d’ADN, il est possible obtenir
une structure dite ADN-Z qui a une hélicité gauche et un pas hélical de 12pb.
1.2.2 Structure des histones
Il existe 5 principaux types d’histones H1, H2A, H2B, H3 et H4. Ces protéines sont parmi
les plus conservées au cours de l’évolution chez les eucaryotes. Les histones dit de cœur corres-
pondent aux histones H2A, H2B, H3 et H4. Ce sont des protéines d’environ 14 kDa, organisées
en deux domaines distincts : une queue N-terminale peu structurée et un domaine central et
C-terminal qui adopte une structure particulière dite en "repliement histone" (ou "histone fold",
fig. 1.4). La similitude entre les histones H2A, H2B, H3 et H4 en terme de séquence et de struc-
ture suggère qu’ils possèdent une origine commune. Leur extrémité N-terminale est fortement
chargée positivement et, riches en certains acides aminées particuliers comme la lysine pour
les histones H2A et H2B, et l’arginine pour les histones H3 et H4.
Une étude cristallographique a permis d’obtenir la structure du motif histone fold, com-
mun aux histones de type H2A, H2B, H3, et H4 [6]. Ce dernier est constitué d’une longue
hélice flanquée de deux hélices plus courtes reliées par des boucles. Ce repliement intervient
dans les interactions entre histones au sein du nucléosome [6], mais il n’est pas spécifique des
histones. Ce type de repliement a été observé dans de nombreuses protéines impliquées dans
des interactions protéine-protéine ou protéine-ADN [7, 8]. Chez les eucaryotes supérieurs, il
existe de très nombreux variants d’histones dont certains sont spécifiques à certains types cel-
lulaires et parfois présents seulement à certaines étapes du développement. Par exemple, chez
les eucaryotes supérieurs, il existe plusieurs variants de l’histone H2A, comme l’H2AZ, qui
sont impliqués dans la régulation transcriptionnelle [9, 10].
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FIG. 1.4 – Structure atomique des histones du cœur (a et b), de l’histone H1 de jonction (c) et du
"repliement histone" (en bas à gauche).
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FIG. 1.5 – Cliché de microscopie électronique montrant l’ADN recouvert de nucléosomes.
1.2.3 Premier niveau de condensation de l’ADN : les nucléosomes
Il y a 30 ans, des images de microscopie électronique (Oudet et al 1975 [11]) ont montré,
pour la première fois, que la fibre d’ADN de chaque chromosome relie en série des centaines
de milliers de "particules" (les nucléosomes), qui sont uniformes en taille, et régulièrement
distribués le long de la molécule d’ADN (fig. 1.5).
Des expériences de clivage de la chromatine par des nucléases ont permis d’isoler et de
caractériser ces particules [12, 13, 14]. En particulier, la digestion aléatoire de la chromatine a
permis initialement d’obtenir un mélange de particules nucléoprotéiques comportant un ou
plusieurs nucléosomes qui contiennent des multiples de 200 paires de bases d’ADN (fig. 1.6a).
La poursuite de cette digestion par les nucléases permit d’isoler des particules plus petites
en taille : une particule instable de 166 paires de bases (où la molécule d’ADN fait deux tours
entiers autour du coeur protéique), et une particule très stable de 146 paires de bases (où l’ADN
fait 1,75 tours autour du coeur protéique). La particule stable est appelée particule centrale du
nucléosome (fig. 1.6b).
Des études cristallographiques avec une résolution en structure de 2.8Ået 1.9Å[15, 16, 17]
ont permis de comprendre comment l’ADN interagit avec les histones pour former le nucléo-
some.
Dans cette structure, l’ADN est enroulé en superhélice gauche autour d’un octamère d’his-
tones (fig. 1.7). Cet octamère est composé d’un tétramère central, constitué par deux hétéro-
dimères H3 :H4, qui est flanqué de part et d’autre d’un hétérodimère H2A :H2B (fig. 1.4).
Les queues N-terminales des histones sont peu structurées et sortent du nucléosome. Celles
des histones H3 et H2B s’intercalent entre les boucles d’ADN qui s’enroulent autour du nucléo-
some. Une partie de la queue amino-terminale de l’histone H2A interagit avec l’ADN à l’exté-
rieur de l’hélice au niveau du petit sillon. Par ailleurs, plusieurs résidus basiques des queues
d’histones H4 interagissent avec une région très acide de l’hétérodimère H2A/H2B.
L’orientation des sillons majeur et mineur par rapport à la surface des nucléosomes est un
point critique en ce qui concerne l’accessibilité de l’ADN. En effet, le site de fixation d’une
protéine peut être inaccessible s’il est tourné vers l’intérieur du nucléosome. Par exemple, la
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FIG. 1.6 – a) La digestion de la chromatine avec une nucléase révèle un mélange d’amorces d’ADN dont
la taille est un multiple de 200pb (c chromatine digérée,m échelle moléculaire).
b) La digestion de ces amorces d’ADN de 200pb donne un fragment d’ADN très stable de 146pb (2
fragment de 146 pb, 3 fragment de 200 pb, m échelle moléculaire).
FIG. 1.7 – Images cristallographiques de face puis de profile, du nucléosome à 2.8Å [15].
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FIG. 1.8 – Représentation schématique d’un nucléosome avec les queues des histones. Les asté-
risques indiquent les résidus où il est possible d’introduire des modifications post-traductionnelles.
TATA Binding Protéine (TBP) se fixe sur la boîte TATA dans le sillon mineur de l’ADN. Si le
sillon mineur de la boîte TATA est orienté vers la surface du nucléosome, la capacité de la TBP
à se fixer à la boîte TATA est diminuée [18]. Les nucléosomes et leur positionnement sur la
séquence régulent donc l’accessibilité de l’ADN aux protéines qui s’y fixent.
L’interactions entre l’ADN et les histones introduit des distorsions quimodifient la structure
de l’ADN. Le rayon de courbure moyen de l’ADN le long de l’octamère est de 41,9Å, et le pas
hélical est de 25,9Åen lieu de 36Å. L’enroulement correspond à -1,65 tour et est assuré par 14
points d’ancrage qui sont régulièrement répartis sur son pourtour. Ces interactions sont com-
plexes dans la mesure où des liaisons hydrogène, des interactions hydrophobes, des pontages
par des molécules d’eau et des interactions électrostatiques via des acides aminés (arginine)
avec le petit sillon de l’ADN stabilisent la structure. La périodicité de l’hélice d’ADN dans la
particule du cœur est directement mesurée par l’intervalle en paires de bases entre les points
d’ancrage. Elle est en moyenne de 10,2 paires de bases.
La différence d’hélicité observée entre l’ADN libre en solution et l’ADN nucléosomal est,
pour une grande part, due à l’apparition de torsion lors de l’enroulement de l’ADN sous forme
de superhélice. Les régions N-terminales des histones (queues N-terminales) jouent un rôle
important dans les interactions ADN-histones à l’intérieur et à l’extérieur du nucléosome (fig.
1.8). Ces queues se projettent en dehors de la surface cylindrique du cœur du nucléosome
et également à travers des tunnels du sillon mineur au niveau desquels les deux tours de la
superhélice d’ADN s’ajustent de telle sorte que les régions adjacentes du sillon mineur sont
appariées.
Elles contiennent de nombreux résidus arginine et lysine et interagissent très fortement avec
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a)
b)
FIG. 1.9 – Deux clichés de microscopie électronique montrant la structure de la fibre de 30 nm à
haute force ionique(a) et à faible salinité(b).
l’ADN environnant par des effets électrostatiques.
Bien que ces queues ne soient pas structurées, ni en solution ni en cristaux, elles sont parmi
les régions les plus conservées car elles remplissent deux fonctions fondamentales.
Premièrement, en favorisant l’interaction entre les nucléosomes, elles permettent la conden-
sation des nucléosomes en fibres compactes de 30 nm. Si on élimine, en utilisant des protéases,
la queue des histones, on arrive à former des nucléosomes, mais on n’arrive pas à former la
fibre de 30 nm.
Deuxièmement, in vivo, toute une série de modifications spécifiques dynamiques et fine-
ment contrôlées de ces queues participe à l’assemblage de la chromatine et, ultérieurement, à
la régulation de l’accessibilité de l’ADN (incorporé dans la chromatine) aux facteurs de trans-
cription, de réplication et de réparation.
Les queues des histones sont aussi impliquées dans le recrutement de protéines qui tra-
vaillent sur la chromatine. Par exemple, la queue N-terminale de H4 est impliquée dans le
recrutement d’enzymes capables de déplacer le nucléosome comme ISWI [19].
1.2.4 L’ADN de jonction et l’histone H1 de jonction
En microscopie électronique, la chromatine nucléosomale se présente comme un collier de
perles de 10 nm de diamètre (fig. 1.5 et 1.9), résultant de l’enchaînement successif des nucléo-
somes reliés entre eux par l’ADN de jonction. Chaque nucléosome est associé à environ 200
paires de bases d’ADN. Si on soustrait les 166 paires de bases des 1,75 tours d’hélice autour de
l’octamère d’histones, l’ADN de jonction entre deux nucléosomes adjacents comporte 34 pb.
En réalité, la longueur et la structure de l’ADN de jonction sont extrêmement variables.
Par exemple, chez les mammifères, les nucléosomes des neurones sont fortement compacts, de
sorte qu’il n’existe pas d’ADN de jonction, tandis que dans les cellules gliales adjacentes, les
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nucléosomes sont séparés par des séquences de jonction comportant 34 pb. Les raisons de cette
variabilité ne sont pas connues. L’histone de jonction (H1) se lie à l’ADN de jonction entre les
nucléosomes. Cette protéine est une protéine qui diffère des autres histones par la présence
d’un domaine globulaire central flanqué de domaines basiques non structurés aux extrémités
N- et C-terminales. D’une manière générale, on peut dire que deux molécules d’histone H1
encadrent chaque nucléosome en se plaçant au niveau des sites d’entrée et de sortie de l’ADN
de jonction. Plusieurs variants de cet histone ont été isolés dont certains sont spécifiques de
certains types cellulaires ou stades de développement. Chez S. Cerevisiae, le seul histone de
liaison caractérisé à ce jour est codé par le gène non essentiel hho1. Ils stabilisent la structure
nucléosomale et favorisent la formation de structures d’ordre supérieur [20, 21]. Chez les mam-
mifères, on a au moins sept variants (ou sous-types) d’histone H1. Tous ces gènes codent des
protéines dont le poids moléculaire est comparable, et dont la séquence d’acides aminés varie
de 15 à 20%. Toutes ces isoformes d’H1 sont importantes pour la croissance et la prolifération
cellulaire [22]. La présence d’H1 dans le nucléosome joue un rôle important dans l’organisation
et la stabilisation de la fibre de 30 nm [23].
1.2.5 Deuxième niveau de compaction : la fibre de 30 nm
En étalant une chromatine native sur une grille de microscopie électronique, et en aug-
mentant la force ionique, on observe une structure cylindrique ayant un diamètre de 30 nm et
appelée fibre de 30 nm (fig. 1.9). Il est admis que les nucléosomes, en forme de disques, sont
disposés de sorte que leur côté plat soit parallèle au grand axe du filament, mais il reste à dé-
terminer comment les nucléosomes sont condensés dans ce filament. La valeur consensuelle
pour la densité linéaire de nucléosomes est de 6-7 nucléosomes pour 11 nm. Si les nucléosomes
sont espacés de 200 paires de bases, on déduit que 1300 paires de bases sont contenues dans 11
nm. En considérant qu’une molécule d’ADN nu de 32 paires de bases mesure environ 11 nm,
on obtient donc un facteur de compaction de presque 40. La structure de la fibre de 30 nm et
les conditions qui favorisent son apparition, ne sont pas des questions complètement résolues.
Plusieurs modèles ont été proposés quant à la disposition des nucléosomes le long de la fibre.
On peut citer comme modèles le solénoïde hélicoïdal relativement régulier, le ruban hélicoïdal
spiral ou encore l’agrégation aléatoire en zigzag des nucléosomes (fig. 1.10). Ces divergences
sont dues au fait que les fibres de chromatine sont très fragiles et facilement endommagées au
cours des préparations nécessaires à leur étude structurale (en utilisant des techniques de mi-
croscopie électronique et de microscopie à force atomique). Deux modèles d’organisation de la
fibre de 30 nm ont les faveurs de la littérature.
Le premier modèle est celui du solénoïde de 30 nm [24]. Dans ce modèle, l’histone H1
courberait l’ADN de liaison et permettrait un arrangement hélicoïdal du nucléofilament. Le
pas de cette hélice serait de 7 nucléosomes. Le solénoïde ainsi créé expliquerait l’observation
par microscopie électronique de la fibre de 30nm (fig. 1.9a).
Le second modèle se nomme "cross linked model" ou modèle en zigzag de la fibre de 30 nm
[20]. Dans ce modèle, l’ADN de liaison est rigide et le nucléofilament suit une trajectoire zigza-
gante de façon irrégulière. Ce modèle permettrait d’expliquer les fibres de 30 nm observées à
faible salinité et c’est actuellement le modèle le plus communément admis (fig. 1.9b).
Le rôle de H1 sur la formation de la fibre est à relativiser. Il a été montré que le blocage du
gène codant H1 entraîne une baisse de 50% de la compaction de la chromatine du noyau [25],
l’absence de H1 n’influe pas sur le positionnement des nucléosomes [26] et l’absence de H1
n’empêche pas la formation du chromosome [27, 28].
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a) b) c)
FIG. 1.10 – Trois modèles possibles pour la disposition des nucléosomes dans la fibre de 30 nm.
(a) Le solénoïde hélicoïdal régulier, (b) le ruban hélicoïdal en spirale, et (c) l’agrégation aléatoire en zigzag
des nucléosomes.
1.2.6 Niveaux supérieurs de compaction de la chromatine
Le degré de compaction de la chromatine dans le noyau cellulaire constitue un obstacle
pour l’observation directe des niveaux supérieurs de sa compaction.
Le degré de compaction de la chromatine dans le noyau en interphase peut être estimé
dans des expériences d’hybridation in situ avec des loci spécifiques dans des noyaux fixés. En
connaissant la distance qui sépare deux séquences d’ADN, il est possible de calculer le degré
de compaction entre ces deux éléments. Dans le cas de régions d’ADN séparées par 250000
paires de bases, on voit que la fibre de chromatine est raccourcie d’un facteur deux ou trois par
rapport à la fibre de 30 nm. Pour des séquences séparées par des dizaines de millions de paires
de bases, le facteur de raccourcissement augmente d’un facteur 20 à 30. Ces données suggèrent
qu’il existe au moins deux niveaux de repliement supérieurs au delà de la fibre de 30 nm. À
certains moments du cycle cellulaire, quand les bras des chromosomes sont moins condensés,
on peut observer la présence d’une fibre de 100 à 300 nm de diamètre qui a été dénommée fibre
chromonème et qui pourrait correspondre au niveau de compaction supérieur à la fibre de 30
nm. Des fibres similaires ont été observées sur des micrographies électroniques de cellules en
interphase, mais il reste à déterminer si ces fibres ou d’autres structures correspondent à des
niveaux plus élevés de condensation de la chromatine dans le noyau en interphase.
Il est possible d’observer les chromosomes par microscopie électronique (fig. 1.11a) [29, 30],
mais les traitements infligés aux chromosomes pour obtenir un bon contraste sont très agres-
sifs, et de petits changements de la force ionique peuvent entraîner la compaction ou la dé-
compaction de la structure [31]. Il existe un grand nombre de modèles d’organisation des
chromosomes en littérature : le modèle de "marche au hasard / boucles géantes", le modèle
"chromomérique", et le modèle de "repliement hiérarchisé de l’ADN". Ces modèles d’organisa-
tion chromosomique ont certains points communs. Tout d’abord, ils supposent tous l’existence
d’une fibre de 30nm. Ensuite, ces modèles proposent l’existence de boucles de chromatine for-
mées par cette fibre, donc la taille très variable selon le modèle considéré (entre 30 et 140 kb). La
présence de ces bulles a été mise en évidence par des expériences de décompaction réversibles
28
Compaction de l’ADN dans le noyau cellulaire Architecture nucléaire
a) b)
FIG. 1.11 – Deux clichés de microscopie électronique montrant la structure du chromosome. (a)
Un chromosome contrasté de façon peu agressive. (b) Image d’un chromosome obtenue avec un contraste
peu agressif, après décompaction réversible induite par une diminution de concentration enMg2+. Dans
ce dernier cas, il est possible de voir des bulles de chromatine.
des chromosomes, décompaction entraînée par une diminution de la concentration en cations
divalents comme le Mg2+.
1.2.7 Compartimentation structurale du noyau à grande échelle
Des expériences de microscopie [32, 33] ont permis de mettre en évidence l’existence d’une
structuration à grande échelle de la chromatine interphasique dans les noyaux. Outre les ni-
veaux de structure d’ordre supérieur au sein de chaque chromosome, il apparaît que le noyau
présente d’autres niveaux d’organisation.
Pendant le cycle cellulaire, la chromatine est plus ou moins condensée selon la région du
noyau. Un noyau typique contient deux types de chromatine : l’euchromatine, qui contient
presque tous les gènes quiescients ou transcrits de façon active, et l’hétérochromatine, qui n’est
pas transcrite, et qui est plus condensée que l’euchromatine (fig. 1.12). L’hétérochroma-tine est
environ 1000 fois plus compacte que l’ADN nu et sa structuration est impossible à observer
en détail du fait de sa densité. L’euchromatine, présentant une activité transcriptionelle rela-
tivement importante et étant moins compacte, apparait comme un enchevêtrement de fibres
inextricables qui empêchent l’observation fine de sa structure.
On distingue deux types d’hétérochromatine. L’hétérochromatine constitutive est consti-
tuée de séquences d’ADN qui ne sont jamais transcrites, quel que soit le type cellulaire, comme
l’ADN satellite des centromères. L’hétérochromatine facultative est constituée de séquences
d’ADN qui sont présentes dans l’hétérochromatine de certaines cellules et dans l’euchroma-
tine d’autres cellules.
La chromatine interphasique de chaque chromosome se répartit majoritairement dans cer-
taines zones précises du noyau. Ces zones sont appelées territoires chromosomiques (fig. 1.13b).
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FIG. 1.12 – Cliché de microscopie électronique montrant l’organisation d’un noyau eucaryote.
* nucléole, i euchromatine, ii hétérochromatine.
Ces territoires correspondent à des chromosomes interphasiques. Bien que ces masses de chro-
matine soient distinctes, il semble qu’elles puissent s’interpénétrer [34, 35].
Il a été montré que l’arrangement radial des chromosomes interphasiques dans les terri-
toires chromosomiques est corrélé à la séquence nucléotidique qu’ils contiennent [36, 37] et à
leur densité de gènes [38]. Par exemple, dans les lymphocytes en prolifération, le chromosome
18 qui possède une chromatine pauvre en gènes, est localisé à la périphérie du noyau et inter-
agit avec les lamines nucléaires (qui sont des protéines nucléaires qui forment des filaments (la
lamina) entre la membrane nucléaire et la chromatine). En revanche, le chromosome 19, le plus
riche en gènes, est situé près du centre du noyau et n’interagit pas avec les lamines nucléaires
(fig.1.13a), en accord avec l’observation des positionnements de l’hétérochromatine et de l’eu-
chromatine. Une explication récente de cette organisation des chromosomes propose que les
lamines nucléaires jouent un rôle de structuration de l’hétérochromatine [39].
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A B
FIG. 1.13 – a) Arrangement radial des territoires chromosomiques dans le lymphocyte. Le chromosome
18, en rouge, est pauvre en gènes et il se dispose près de la périphérie du noyau (en bleu clair). A l’inverse,
le chromosome 19, en vert, riche en gènes se dispose au centre du noyau.
b) Photographie montrant les territoires chromosomiques dans une cellule de poulet.
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Chapitre 2
Le remodelage de la chromatine
2.1 Introduction
Le positionnement des histones le long de l’ADN et l’accessibilité de l’ADN autour des
histones sont les acteurs principaux de la régulation de l’expression génétique des eucaryotes.
En effet, des expériences de déposition in vitro des histones sur de l’ADN nu ont montré que
la déposition est suivie par une baisse de l’activité transcriptionelle des gènes [40, 41]. Les
nucléosomes, la plupart du temps, bloquent l’accrochage de plusieurs facteurs de transcription
en masquant leur sites de reconnaissance sur l’ADN.
Généralement, les facteurs de transcription peuvent retrouver la capacité de s’accrocher sur
l’ADN grâce au fait que les nucléosomes peuvent glisser le long de la molécule d’ADNde façon
spontanée. Par un mécanisme inverse, la cellule peut réguler l’accès des protéines qui doivent
interagir avec des sites spécifiques sur l’ADN, en bloquant les nucléosomes sur ces sites en
utilisant l’histone de liaison (H1) [42].
La distribution des nucléosomes ou sein de la chromatine n’est ni uniforme ni statique. La
structure de la chromatine est très dynamique, d’une part parce que les nucléosomes sont mo-
biles du fait des fluctuations thermiques, d’autre part parce que les nucléosomes peuvent être
modifiés par l’addition de groupements chimiques, qui modifient les propriétés structurelles
de la chromatine qui les contient.
Les enzymes qui remodèlent la chromatine en altérant sa structure, sa fluidité et son as-
semblage, fournissent une solution aux problèmes d’accessibilité associés à la compaction de
l’ADN par les histones.
Ces enzymes sont généralement regroupées en deux classes distinctes [43]. La première
classe est constituée par les enzymes qui changent et modulent les propriétés de la chromatine
par l’introduction de modifications covalentes des histones nucléosomaux ou de l’ADN dans
la chromatine (comme par exemple l’acétylation, la phosphorylation ou la méthylation) [44, 45,
46]. La deuxième classe (de ces enzymes) utilise l’énergie d’hydrolyse de l’ATP pour altérer
localement la structure chromatinienne de façon mécanique.
Au cours de ce chapitre, je parlerai de toutes les modifications que les nucléosomes peuvent
subir. Ensuite, j’entrerai plus en détail dans la description des facteurs de remodelage de la
chromatine ATP-dépendants, qui ont constitué le sujet de cette thèse.
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FIG. 2.1 – Représentation schématique des queues des histones et de certains types de modifi-
cations post-traductionnèlles qu’elles peuvent subir. Les sites des modifications sont indiqués.
2.2 Les modifications covalentes des histones
Le terme "modifications covalentes des histones" recouvre en fait toute une série de modi-
fications que peuvent subir les queues des histones (Fig. 2.1).
Chaque modification joue un rôle fondamental dans la dynamique de la chromatine et le
niveau d’expression des gènes. Par exemple, l’acétylation est considérée comme unmécanisme
d’activation transcriptionnèlle. Cependant, si l’on regarde plus en détail la constitution de la
chromatine, on voit qu’il existe déjà un niveau basal d’acétylation, et donc l’acétylation ciblée
envers certains résidus se fait dans un contexte global d’acétylation et dé-acétylation déjà pré-
sentes [47]. En plus, l’acétylation n’est pas toujours synonyme d’activation de la transcription,
vu que l’on trouve aussi des histones acétylés dans l’hétérochromatine [48]. Réciproquement,
la dé-acétylation d’un résidu ne provoque pas toujours la répression des gènes concernés. Ceci
suggère donc que l’effet sur la transcription dépend de la combinaison des différentes modifi-
cations effectuées au niveau de la chromatine.
Les modifications covalentes des histones et le profil de ces modifications entraînent, selon
le contexte, des réponses différentes. L’association des différentes modifications formerait alors
un code, déchiffré par d’autres protéines, qui déterminerait la voie dans laquelle s’engage la
cellule. Cette hypothèse est contenue dans la théorie du code des histones proposée par D.
Allis [49, 44]. Elle est soutenue par le fait qu’il existe des coopérations et/ou interférences entre
les différentes modifications et le remodelage de la chromatine [50, 51, 52, 53, 54, 55].
Les différentes modifications des histones constituent un signal de ciblage et d’ancrage de
l’activité de remodelage vers certaines régions chromatiniennes. La découverte de motifs tels
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FIG. 2.2 – Structure atomique du Bromodomaine et du Chromodomaine. Ces domaines sont ca-
pables d’interagir avec les queues des histones H4 et H3 quand elles sont acétylées ou méthylées.
que les bromodomaines et les chromodomaines (Fig. 2.2), qui reconnaissent respectivement les
histones acétylés et méthylés, conforte cette hypothèse. Le bromodomaine est un motif pro-
téique d’environ 110 acides aminés, conservé chez les eucaryotes. On le retrouve fréquemment
dans des protéines ayant un rapport avec la régulation de l’activité transcriptionelle et notam-
ment dans des protéines appartenant à des complexes histone acétyltransférases ou de remo-
delage de la chromatine comme Gcn5, Sth1 ou Rsc4.
Le bromodomaine est capable in vitro de se lier à la partie N-terminale de l’histone H4
[56, 57] et peut reconnaitre spécifiquement des peptides acétylés.
Ceci a été montré par des études faites par résonance magnétique nucléaire sur le bromo-
domaine de la protéine humaine Pcaf [56, 58].
Le chromodomaine est un motif qui est constitué d’une cinquantaine de résidus. Il a été
décrit pour la première fois chez la drosophile dans différentes protéines, comme des histones
méthyltransférases, des histones acétyltransférases, des intégrases, ou des hélicases. Sa struc-
ture a été résolue [59] et son repliement est semblable à celui trouvé dans plusieurs protéines
procaryotes et eucaryotes se fixant à l’ADN [60].
Certaines expériences ont montré que le chromodomaine est capable de se fixer aux his-
tones méthylés [61, 62].
2.2.1 Acétylation des histones
L’acétylation est le transfert d’un groupement acétyle depuis l’acétyl coenzyme-A vers un
résidu lysine de la protéine cible (Fig. 2.3). Dans les histones, elle est catalysée par des acétyl-
transférases. Cette réaction a lieu sur les queues amino-terminales des histones. L’acétylation
des lysines est une modification qui diminue les charges positives de ces extrémités.
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FIG. 2.3 – Structures chimiques des donneurs des groupements utilisés dans les réactions de
modification covalente des histones. Les groupements chimiques transférés sont indiqués en rouge.
Cette modification provoque une sensibilité accrue des nucléosomes à la digestion par des
nucléases, ce qui indique que l’ADN est plus accessible.
En fait, la présence d’acétyl-lysines dans la queue des histones rend plus faibles les in-
teractions entre les queues et l’ADN ou entre les nucléosomes eux-mêmes, augmentant ainsi
l’accessibilité de l’ADN et activant de cette façon la transcription [63, 64].
La corrélation entre la présence d’histones acétylés et la chromatine transcriptionnellement
active a été établie dans les années 1960 [65, 66]. Des anticorps dirigés contre les histones hyper-
acétylés reconnaissent des fragments de chromatine contenant beaucoup de gènes transcrip-
tionnellement actifs [67]. L’acétylation spécifique peut aussi réguler la réplication de l’ADN, la
déposition des histones et la réparation de l’ADN par un mécanisme de recrutement de pro-
téines qui contiennent le bromodomaine. Le lien entre l’acétylation des histones et ces autres
processus a été renforcé par la découverte de complexes coactivateurs possédant une activité
histone acétyltransférase (HAT)[68].
Ces enzymes ont généralement comme substrats privilégiés les histones H3 et H4. Deux
catégories d’histone acétyltransférases ont été définies. Les HAT de type B, qui ont une locali-
sation cytoplasmique et acétylent les histones H4 avant leur entrée dans le noyau et leur dépôt
sur l’ADN néo-synthétisé. Les HAT de type A, qui sont nucléaires et acétylent les histones déjà
incorporés au sein de nucléosomes. L’acétylation est un processus qui peut être inversé par
l’action de protéines appelées histones dé-acétylases (HDACs) [69]. Un exemple est la protéine
Sir2, qui est impliquée dans plusieurs aspects de la régulation des gènes et du métabolisme
cellulaire [70].
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2.2.2 Méthylation des histones
La méthylation est le transfert d’un groupement méthyle depuis la S-adénosyl méthionine
vers la protéine cible (Fig. 2.3). Les histones peuvent être méthylés par des histones méthyl-
transferases (HMT) au niveau des résidus lysine ou arginine. Contrairement à l’acétylation, la
méthylation ne modifie pas la charge globale des histones.
La méthylation des histones a été corrélée à la régulation de la transcription, cependant,
la méthylation, comme l’acétylation, n’a pas comme conséquence systématique une activation
transcriptionelle.
La méthylation des résidus lysine est directement impliquée dans l’héritage épi-génétique
[71]. L’établissement et la maintenance d’un profil de transcription stable pendant la mitose et
la méiose est fondamentale pour les fonctions et la détermination cellulaire. Deux mécanismes
d’extinction épi-génetique pendant le développement sont liés à la méthylation des lysines 9 et
27 sur l’histone H3, et s’opèrent grâce à la protéine HP1 et la protéine Polycomb [72, 73].
Le résidu, son emplacement, le nombre de groupements méthylés ajoutés et la présence
d’autres modification, déterminent l’effet transcriptionel. Par exemple, la méthylation du ré-
sidu lysine 9 de l’histone H3 a été associé à la formation d’hétérochromatine. Cette modifica-
tion est par ailleurs reconnue par le répresseur transcriptionel Hp1 chez la drosophile et les
mammifères, et par son homologue Swi6 chez S. pombe [61, 62]. L’histone H3 peut également
être méthylé sur la lysine 4. Contrairement à la méthylation de la lysine 9, la méthylation de
la lysine 4 semble être associée à l’activation ou à la répression de la transcription, selon l’or-
ganisme considéré. Cette modification a été détectée par exemple dans l’euchromatine de T.
thermophila [74] où elle est associée à l’activation transcriptionelle. La méthylation de ce résidu
est fréquente dans S. cerevisiae où elle peut soit activer, soit réprimer l’expression des gènes as-
sociés. Le nombre de méthylations de ce résidu peut même jouer un rôle capital. Par exemple
ce résidu est diméthylé dans la région codante, et il participe à l’activation transcriptionelle en
bloquant l’acétylation des régions concernées [75, 76].
La méthylation des arginines dans les histones H3 et H4 a été corrélée avec un état actif de
la transcription [77]. La méthylation de l’Arginine 3 de l’histone H4 facilite l’acétylation de H4,
et elle augmente l’activation de la transcription par le récepteur d’hormones nucléaires [78].
2.2.3 Phosphorylation des histones
La phosphorylation des histones (transfert d’un groupement phosphate sur une sérine à
partir de la molécule d’ATP (Fig. 2.3)) modifie négativement la charge des nucléosomes. Les
phosphorylations les mieux connues sont celles de l’histone H3 au niveau des sérines 10 et 28,
qui sont corrélées à la mitose et la condensation du chromosome [79, 80, 81, 82, 83]. D’autres
sérines phosphorylées ont été identifiées sur les histones H4, H2A et H2B [84]. La phosphory-
lation est impliquée aussi dans l’activation transcriptionelle [85, 86]. En fait, la phosphorylation
de la sérine 10 de l’histone H3 module l’activité d’acétylation, et la mutation de ce résidu en
alanine affaiblit la transcription de certains groupes de gènes [87]. Ces expériences sont une
autre preuve de la coopération entre les différents mécanismes qui modifient les histones pour
moduler leur activité. Aucun module reconnaissant les queues phosphorylées n’a encore été
identifié.
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FIG. 2.4 – Structure atomique de l’Ubiquitine humaine avec une résolution de 1.8Å[95].
2.2.4 ADP-ribosilation, Ubiquitination et Sumolation
L’ADP-ribosilation du cœur histonique (transfert d’un groupement adénosine-diphospate
à partir de la molécule d’ATP Fig. 2.3) peut mener à un remodelage local de la fibre chroma-
tinienne. La synthèse d’une longue chaîne chargée négativement d’ADP-ribose pourrait bien
expliquer le déplacement partiel des nucléosomes, par un échange des histones avec un compé-
titeur polyanionique [88], en ouvrant localement la chromatine. L’attachement covalent d’Ubi-
quitine (Fig. 2.4) ou de Sumo (une petite protéine corrélée en séquence à l’Ubiquitine) sur une
lysine spécifique dans les histones joue un rôle très important dans la régulation transcriptio-
nelle. La régulation peut intervenir soit par dégradation protéosome-dépendante des facteurs
transcriptionels (comme ceux impliqués dans le contrôle du cycle cellulaire, de la différencia-
tion cellulaire, de la réponse au stress, etc. [89]), soit par d’autres mécanismes liés au recrute-
ment des complexes de modification. Si l’ubiquitination a été associée à un contrôle positif de
la transcription [90], des études récentes indiquent que la sumolation de l’histone H4 est im-
portante pour la répression [91]. Les résidus ubiquitinilés ou sumolés des histones sont situés
au début de la partie C-terminale et non dans la queue amino-terminale des histones H2A et
H2B [92, 93, 94].
2.2.5 Les variants des histones
Il existe des variants des histone H3 et H2A qui confèrent des fonctions spécialisées à la
chromatine qui les contient (Tab. 2.1) [96]. Ces variants sont synthétisés pendant tout le cycle
cellulaire, et leur déposition est réplication-indépendante. L’accessibilité relative des histones
H3 et H2A au sein du nucléosome rend la déposition possible. Un variant de l’histone H3 est
la protéine centromérique A (CENP-A), qui participe à l’assemblage du nucléosome centro-
mérique avec H4, H2A et H2B[97]. CENP-A est essentielle pour la structure et la fonction du
centromère. Un autre variant de H3 est H3.3, qui partage une homologie en sequence avec H3,
et qui est déposé dans des lieux particuliers sans nécessiter la réplication de l’ADN. On pense
que le remplacement d’H3 par H3.3 est la cause d’une activation immédiate des gènes qui sont
réprimés par la méthylation de la lysine 9 d’H3 [98].
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TAB. 2.1 – Les principaux variants des histones.
Plusieurs variants de l’histone H2A existent chez les eucaryotes supérieurs. L’un d’entre
eux, H2A.Z, conservé de la levure à l’homme, est impliqué dans la régulation transcriptionelle.
Sa répartition dans le génome n’est pas uniforme et il n’est pas uniquement localisé au niveau
de la chromatine transcriptionellement active [9].
Les nucléosomes incorporant des variants H2A.Z semblent moins stables, ce qui suggère
que cet histone pourrait déstabiliser la chromatine en permettant une meilleure accessibilité de
l’ADN [99]. Cependant, l’histone H2A.Z n’intervient pas uniquement dans l’activation trans-
criptionelle. Il a été détecté au niveau des sites soumis à une extinction transcriptionelle (silen-
cing) et il est requis pour que cette extinction soit effectuée normalement [100].
Le cristal du nucléosome qui contient l’H2A.Z montre des changements subtils de l’acces-
sibilité à la surface du nucléosome [101]. La surface d’interaction H2A.Z/H2B est modifiée par
rapport à celle de H2A/H2B de telle sorte que l’intégration d’un deuxième histone H2A.Z est
favorisée.
Le variant d’H2A H2A.X a une extension C-terminale qui est très importante pour la répa-
ration de l’ADN par liaison d’extrémités non homologues. La fonction d’H2A.X dépend de la
phosphorylation de l’extrémité C-terminale [102].
Le variant MacroH2A a un repliement non-histonique de 25 kDa à l’extrémité C-terminale.
Il semble être impliqué dans l’inactivation d’un des deux chromosomes X des femelles mammi-
fères[103].
2.2.6 La méthylation de l’ADN
L’ADN est sujet lui aussi à des modifications covalentes. La méthylation des cytosines est
très importante pour la répression des gènes chez les mammifères et les plantes [104]. Dans
les cellules adultes des vertébrés 60 à 90% des dinucléotides CpG sont méthylés au niveau de
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la cytosine. Les différences de l’état de méthylation de l’ADN sont liées à l’extinction trans-
criptionelle du génome, l’inactivation du chromosome X et le développement embryonaire. La
méthylation de l’ADN réprime les gènes par le recrutement de protéines qui contiennent un
motif de liaison avec les CpG-méthylés (MBP). Un exemple typique de répression par recru-
tement d’une protéine qui contient le motif MBP implique la protéine MeCP2. Cette protéine
interagit avec les régions méthylées, ainsi qu’avec une protéine appelée Sin3. Cette dernière
recrute une dé-acétylase (HDAC1) au niveau du promoteur, et de cette façon ce système de re-
crutement va dé-acétyler les histones dans la région du promoteur, ce qui réduit l’accessibilité
du promoteur aux facteurs transcriptionels [105, 106].
Dans les organismes supérieurs, qui ont un grand nombre de gènes tissus-spécifiques, la
méthylation offre un moyen de réprimer de manière permanente l’expression des gènes qui
ne sont pas nécessaires à certains types de cellules différenciées. Cette répression est due au
fait que la méthylation de l’ADN est une modification très stable, qui réside dans des sites
spécifiques pendant le cycle cellulaire, et se transmet après la division cellulaire aux cellules
filles. Les autres modifications, qui interviennent au niveau des nucléosomes, sont déplacés par
la fourche de réplication, et ne sont donc pas efficaces pour garantir de manière permanente la
répression d’un gène (ou d’une série de gènes) dans un tissu spécifique.
2.3 Les facteurs de remodelage de la chromatine
La deuxième catégorie de mécanismes de remodelage de la structure chromatinienne met
en jeu des complexes de remodelage spécialisés, qui agissent dans la réorganisation de la chro-
matine associée à des gènes particuliers. La structure de la chromatine réduit l’interaction de
l’ADN avec les facteurs nucléaires. Par example, la protein TBP (TATA box Binding Protein)
peut s’accrocher à la séquence TATA de l’ADN nu avec un Kd de 10−9 − 10−10M, mais est
incapable de s’accrocher sur la chromatine, vu que son Kd est de l’ordre de 10−6M [18]. La
création d’un ADN accessible, dans le contexte chromatinien, est un évènement clé dans plu-
sieurs processus cellulaires (comme la régulation transcriptionelle, la réplication, la réparation
de l’ADN ou la recombinaison), et la dérégulation de ce remodelage a de sévères conséquences
sur la croissance cellulaire, la division et la différentiation. Un grand nombre de ces complexes
de remodelage ont été identifiés [107, 108, 109].
Ces complexes utilisent l’énergie d’hydrolyse de l’ATP pour induire des changements lo-
caux dans l’arrangement des nucléosomes et dans l’enroulement de l’ADN au sein de la chro-
matine. Les mécanismes de modifications covalentes des histones et de remodelage des nucléo-
somes ne sont pas indépendants. Une des implications de la théorie du code des histones est
que ces différentes machineries peuvent s’influencer mutuellement. L’action des complexes de
modification des histones et de remodelage de la chromatine peut être ciblée au niveau de cer-
tains promoteurs. Certains régulateurs transcriptionels peuvent interagir avec les deux types
de machineries, ce qui suggère que les deux mécanismes peuvent coopérer [51, 110, 111, 112].
Les gènes de l’endonucléase HO et de l’interféron-β sont donnés à titre d’exemple pour mon-
trer l’effet de la coopération entre les modifications covalentes des histones et les facteurs de
remodelage (Fig. 2.5) [50, 52].
Les facteurs de remodelage de la chromatine ont été étudiés généralement comme facteurs
d’activation génetique. En réalité, ils peuvent aussi faciliter la répression génétique. Des ex-
périences mesurant la variation de l’expression génétique dans la levure, en présence d’une
inactivation de SWI/SNF, ont montré une réduction des niveaux d’expression de 5-6% des
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FIG. 2.5 – a) L’accrochage de certains activateurs transcriptionels, peut recruter au niveau du promoteur
des gènes les facteurs de remodelage ainsi que le complexe de pré-initiation de la transcription (PIC). b)
et c) Schémas montrant le recrutement séquentiel des facteurs de remodelage au niveau des promoteurs
de l’endonucléase HO et de l’interféron-β. b)i) L’activateur SWI5 recrute le complexe de remodelage
SWI/SNF qui commence à remodeler en rendant plus accessible le promoteur. Ensuite, ii) SWI5 recrute
le complexe SAGA, qui acétyle les queues des histones (iii), en rendant le promoteur plus accessible et
en favorisant ainsi l’assemblage du complexe de pré-initiation de la transcription (PIC)(iv). c)i) Dans le
promoteur du gène de l’interferon-β, l’enhanceosome recrute le complexe GCN5 qui acétyle les queues
des histones au niveau du promoteur. ii) Cette acétylation recrute soit le complexe CBP/PolII, soit le
complexe SWI/SNF qui s’accroche grâce au bromodomaine directement sur les histones. iii) A` la fin le
remodelage facilite l’assemblage du PIC.
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FIG. 2.6 – Tous les complexes de remodelage de la chromatine ont pour sous-unité catalytique une AT-
Pase ADN-dépendante appartenant à la famille de protéines Swi2/Snf2. Le domaine ATPase de la pro-
téine Ino80 a la particularité d’être divisé en deux sous-domaines. Chaque classe est caractérisée par
la présence d’un module supplémentaire. Leur domaine ATPase est conservé et ressemble à celui d’une
ADN hélicase. Seul le complexe INO80 a une activité hélicase démontrée. Ce dernier contient également
les protéines Rvb1 et Rvb2, homologues à une hélicase bactérienne.
gènes et la plupart semblent être régulés négativement [113]. D’autres expériences ont montré
que les facteurs de remodelage régulent aussi négativement l’expression des gènes [114, 115,
116, 117, 118].
Les facteurs de remodelage de la chromatine peuvent être adressés vers des loci spécifiques
par des interactions avec d’autres protéines qui régulent les gènes, ou par des épitopes situés
sur des histones (Fig. 2.5). Le recrutement de SWI/SNF par certains gènes a été observé à tra-
vers l’interaction avec differents facteurs de transcription séquence-spécifiques [119].
Des contacts entre les domaines d’activation de différents facteurs de transcription et les
sous-unités Swi1p, Snf5p et Snf2p, ont été identifiés et ils semblent être partiellement redon-
dants in vivo [120]. D’autres facteurs de remodelage sont recrutés par des répresseurs, comme
ISW2p qui est recruté par le répresseur transcriptionel Ume6 au niveau de gènes qui sont ex-
primés tôt dans la méiose, et ISW1p qui est recruté par le facteur séquence specifique Cbf1p
au niveu du promoteur PHO8 [121, 122]. Il a été démontré que les interactions avec des coac-
tivateurs ou des composants de la machinerie basale de la transcription peuvent influencer le
recrutement de SWI/SNF [123, 52].
Le deuxième type d’adressage des facteurs de remodelage se fait par interaction directe
avec les histones. L’exemple le mieux étudié est celui de l’interaction entre les bromodomaines
des complexes et les histones acétylés. Des expériences ont montré que le bromodomaine est
nécessaire pour la rétention du complexe SWI/SNF sur la chromatine acétylée in vivo et in
vitro[124].
Tous les facteurs de remodelage de la chromatine sont caractérisés par la présence d’une
sous-unité ATPase ADN-dépendante qui appartient à la super-famille SNF2 (Sucrose Non
Fermenters)[125, 108]. Sur la base de cette sous-unité et la présence de domaines caractéris-
tiques, ils ont été classés en sept sous-familles. Je parlerai seulement dans ce chapitre des quatre
familles les plus importantes et les mieux connues en termes de fonction et de formation de
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TAB. 2.2 – Composition des complexes de remodelage de la chromatine de la famille SWI/SNF.
La sous-unité ATPase est indiquée en rouge. Les homologues dans les différents complexes sont placés
sur la même ligne. Les sous-unités Rsc1 et Rsc2 (*) sont homologues et appartiennent à deux formes
distinctes du complexe RSC.
complexes : le groupe SWI2/SNF2, le groupe imitation SWI (ISWI), le groupe de la famille
Ino80 et le groupe CHD (Fig.2.6). Le remodelage des nucléosomes a été décrit aussi pour les
membres des sous-familles de la protéine B du syndrome de Cockayne (CSB), de la protéine
Rad54 et la protéine DDM1 [126, 127, 128, 129, 130].
Leur domaine ATPase est conservé et ressemble à celui des hélicases (Fig. 2.13). Celui de
la protéine Ino80 de S. cerevisiae a la particularité d’être divisé en deux sous-domaines. Au-
cune activité hélicase n’a été démontrée pour ces complexes de remodelage à l’exception du
complexe de levure INO80 [131]. Les domaines ATPase sont associés au sein de chaque classe
à un autre motif spécifique : les ATPases de type Snf2/swi2 possèdent un motif de type bro-
modomaine, le domaine ATPase des protéines homologues à Iswi est couplé par un module
de liaison à l’ADN appelé domaine SANT. La famille Mi-2 est quant à elle caractérisée par la
présence d’un chromodomaine. Le nombre de sous-unités de ces différents complexes varie
énormément.
2.4 La famille SWI/SNF
La famille SWI/SNF contient notamment les complexes de levure SWI-SNF, RSC et les dif-
férentes isoformes humaines de facteurs SWI/SNF-A et SWI/SNF-B. Le complexe SWI/SNF
a été le premier complexe de remodelage de la chromatine (contenant une ATPase de type
Swi2/Snf2) à avoir été isolé chez la levure (Tab. 2.2). Plusieurs composants de ce complexe
ont été originellement identifiés génétiquement comme régulateurs positifs de la transcription
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FIG. 2.7 – a) Gel SDS-PAGEmontrant les différentes sous-unitées qui constituent le complexe SWI/SNF
chez la levure. b) i) Clichés en microscopie électronique montrant le complexe ySWI/SNF. ii) Les images
traitées en utilisant des méthodes d’analyse dans l’espace de Fourier permettent d’obtenir la reconstitu-
tion 3D de la structure du complexe avec une résolution estimée à 26-30 (en bas à droite).
de deux gènes : le gène de l’endonucléase HO et le gène SUC2, qui code pour une invertase.
Le produit du gène HO est une endonucléase nécessaire au changement de type sexuel et les
mutants pour ce gène ont des défauts dans le changement de type sexuel, d’ou le nom SWI
(SWItching mating type). Les mutants de l’invertase SUC2 sont classifiés comme Sugar Non
Fermenters, d’ou le nom SNF [132, 133]. Des études génétiques et biochimiques ont par la
suite montré que ces différentes protéines forment un même complexe, composé d’au moins
11 sous-unités et d’une masse moléculaire d’environ 2 MDa [134]. Chez S. cerevisiae, SWI/SNF
n’est pas essentiel à la viabilité cellulaire. Des études génétiques ont permis d’établir un lien
entre ce complexe et le remodelage de la chromatine. Ils ont été classé en fonction de mutations
appelées SIN qui suppriment le phénotype swi/snf−. Plusieurs mutations SIN correspondent à
des mutations dans les gènes codant les histones H3 et H4 [135]. La déplétion partielle des his-
tones H2A et H2B permet également de supprimer ce phénotype [136]. Ces données impliquent
donc que la déstabilisation de la structure chromatinienne et le fonctionnement de SWI/SNF
sont liés. Des expériences de sensibilité de la chromatine à la digestion par des nucléases sur
le gène SUC2 ont démontré la "fonction chromatinienne" de SWI/SNF. L’activation de la trans-
cription du gène s’accompagne d’un changement du profil de digestion. Des mutations dans
les gènes codant les sous-unités Snf2 ou Snf5 abolissent à la fois l’induction transcriptionnelle et
la modification de la structure chromatinienne du gène SUC2. Celles-ci sont en partie rétablies
lorsque la quantité d’histones H2A et H2B est artificiellement diminuée [136, 137]. Ces diffé-
rentes observations suggèrent que les nucléosomes sont déplacés par SWI/SNF, permettant
ainsi l’accès de la machinerie de transcription [138].
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2.4.1 Le complexe yRSC
RSC est un complexe de remodelage de la chromatine de la famille Swi/Snf, fortement ex-
primé chez S. cerevisiae [139]. RSC est un complexe d’environ 1 MDa isolé chez la levure sur
la base de similitudes de sa sous-unité catalytique Sth1 avec la protéine Swi2/Snf2 du com-
plexe SWI/SNF [139]. Des expériences de sensibilité à la digestion par la DNase I montrent
que ce complexe est capable in vitro de remodeler de façon ATP-dépendante la structure de
la chromatine. Le complexe RSC est composé d’au moins 15 sous-unités [139, 140]. Les gènes
codant treize d’entre elles sont connus. En plus de Sth1, plusieurs autres sous-unités de RSC
ressemblent à des sous-unités de SWI/SNF. Les sous-unités Sth1, Sfh1, Rsc8 et Rsc6 sont ho-
mologues respectivement à Swi2/Snf2, Snf5, Swi3, et Swp73 du complexe SWI/SNF. Les deux
complexes partagent également deux protéines apparentées à l’actine, Arp7 et Arp9 (aussi
nommées Rsc11/Swp61 et Rsc12/Swp59). Ces deux protéines, bien que capables d’hydroly-
ser l’ATP, semblent avoir un rôle plus structural que catalytique [141]. Par ailleurs, le complexe
RSC compte au moins 6 sous-unités spécifiques : Rsc1, Rsc2, Rsc3, Rsc4, Rsc30 et Rsc58. Malgré
leur ressemblance, les complexes SWI/SNF et RSC ne sont pas redondants. En effet, contrai-
rement à SWI/SNF, le complexe RSC est essentiel pour la croissance mitotique. D’autre part,
l’estimation basée sur les rendements de purification suggère que RSC est au moins dix fois
plus abondant dans la cellule que SWI/SNF. Ceci permet de supposer que RSC pourrait agir
soit au niveau d’un grand nombre de promoteurs, soit être impliqué dans plusieurs autres
processus agissant au niveau de l’ADN, comme la réparation ou la réplication de l’ADN. Le
complexe RSC existe sous plusieurs isoformes. La purification du complexe à partir d’anticorps
dirigés contre la sous-unité Rsc6 fait apparaître deux formes distinctes de RSC. La forme RSCa
est dépourvue des polypeptides Rsc3 et Rsc30 et représente 10 à 20 % de la quantité de com-
plexe purifié [139, 142]. Les complexes RSC et RSCa ont des propriétés extrêmement proches
[139]. Par ailleurs, il existe aussi deux autres isoformes de RSC qui contiennent soit la protéine
Rsc1, soit la protéine Rsc2. L’isoforme contenant la protéine Rsc2 est la plus abondante. Les pro-
téines Rsc1 et Rsc2 sont fortement similaires et ne sont pas essentielles à la cellule. Toutefois,
la délétion des gènes RSC1 ou RSC2 confère des défauts de croissance spécifiques. La délé-
tion simultanée des deux gènes est par contre létale [143]. Les protéines Rsc1 et Rsc2 partagent
donc des fonctions communes mais ne sont pas totalement redondantes et interchangeables.
Chacune contient deux bromodomaines et un domaine de type BAH. Ce dernier est un motif
protéique d’environ 130 résidus qui a été originellement identifié dans les protéines Polybromo
humaine et Rsc2 de levure [144]. La présence dans ces deux protéines de bromodomaines a
conduit à nommer ce motif "Bromodomain Adjacent Homology" ou BAH. Le motif BAH, re-
trouvé chez tous les eucaryotes, est présent dans un grand nombre de protéines qui possèdent
par ailleurs soit un domaine impliqué dans la régulation transcriptionnelle soit des motifs de
liaison à l’ADN. Ceci suggère un rôle dans la régulation de la transcription [145]. Les protéines
Rsc1, Rsc2 et Polybromo sont toutefois les seuls polypeptides connus possédant à la fois des
bromodomaines et des motifs BAH [146]. Il a été proposé que cemotif soit unmodule d’interac-
tion protéine-protéine impliqué dans la régulation transcriptionnelle [145]. Notons également
que les protéines Rsc1 et Rsc2 contiennent aussi un crochet AT (AT-hook). Il s’agit d’un motif
de liaison à l’ADN qui reconnait préférentiellement les sillons mineurs des régions riches en
nucléotides A et T [147]. Des expériences d’immunoprécipitation de chromatine ont été réali-
sées sur les deux isoformes du complexe. Elles ne font pas apparaître de différences flagrantes
dans la localisation des complexes contenant les protéines Rsc1 ou Rsc2 [148]. La non redon-
dance de Rsc1 et Rsc2 suggère alors que les deux complexes agissent différemment au niveau
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FIG. 2.8 – a) Gel SDS-PAGE montrant les différentes sous-unitées qui constituent le complex RSC dans
la levure. b) Reconstitution 3D de la structure du complex avec une resolution estimée à 26-30, obtenuée
en utilisant des images réalisées avec un microscope électronique.
de quelques loci et/ou qu’ils assurent des fonctions spécifiques autres que transcriptionnelles.
Le fait que RSC soit essentielle à la viabilité des cellules rend très difficile l’analyse génétique
de ce complexe. En revanche, deux types d’analyses du génome suggèrent que RSC est un
important régulateur transcriptionel. La première, est une expérience de puce à ADN qui a
analysé les mutants rsc3 et rsc30 en identifiant plusieurs classes de gènes RSC-dépendants, qui
comprennent des gènes codant des protéines impliquées dans l’intégrité de la paroi cellulaire,
la biogénèse des ribosomes et la voie d’utilisation de l’azote [142]. Les effets sur l’intégrité de
la paroi cellulaire concordent avec d’autres expériences sur la liaison entre RSC et la voie de
la protéine Kinase C [149, 150, 151]. Ces études suggèrent que comme Swi/Snf, RSC active et
réprime la transcription. En plus, RSC a été localisé dans les promoteurs de l’ARN polymérase
[148].
2.4.2 Les sous-unitées ATPase Brg1 et Brm
Dans les cellules de mammifères, il y a au moins deux complexes SWI/SNF , de presque 2
MDa, qui partagent les mêmes composants, mais possèdent différentes sous-unités ATPases.
Ce sont d’une part le complexe BAF (hSwi/Snf-A ou BRG1 complex), et d’autre part le com-
plexe PBAF (hSwi/Snf-B ou hBRM complex), avec leur sous-unité ATPase respective, BRG1 et
BRM, homologues de la proteine Snf2 de la levure.
Les deux protéines ATPase (BRG1 et BRM) sont capables de catalyser la réaction de remo-
delage sans les autres sous-unitées, mais l’efficacité de remodelage augmente d’un ordre de
grandeur dans le complexe [152].
Bien que ces deux sous-unités ATPases possédent une activité de remodelage et d’hydro-
lyse très similaire [153] et qu’elles soient identiques en séquence à 75%, les complexes qui les
contiennent ont des rôles différents.
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Des expériences sur des souris knockout ont montré que les mutations homozygotes qui
inactivent BRG1 ou INI1/SNF5 (une sous-unité BAF) sont létales au niveau embryonnaire,
alors que les souris avec BRM inactive sont viables [154, 155, 156, 157].
Les fonctions de BRG1 et BRM sont partiellement redondantes, mais les deux complexes
ont des profils d’expression différents. BRG1, par exemple, est exprimé de façon constante
dans toutes les cellules, alors que la concentration de la protéine BRM augmente pendant la
différentiation cellulaire.
Les complexes humains SWI/SNF peuvent s’associer avec certaines protéines qui s’ac-
crochent sur l’ADN, et ce mécanisme peut adresser les complexes vers des promoteurs spéci-
fiques [158, 159]. En particulier, des expériences ont montré que les complexes contenant BRG1
et BRM interagissent avec différentes classes de protéines régulatrices, comme par exemple les
protéines avec des domaines LEU zip, TRYP cluster ou ZF, qui interagissent préférentiellement
avec BRG1, et les protéines contenant un domaine ANK repeats, qui interagissent avec BRM
[160].
Ces deux protéines sont également impliquées dans la régulation de la croissance, de la
prolifération cellulaire et du cycle cellulaire [161, 115]. Des études faites sur des souris mutantes
BRM-/- montrent une augmentation de la prolifération cellulaire [154]. De même, plusieurs
expériences sur des lignées cellulaires humaines ont montré que BRG1 et BRM sont capables
de réagir avec la protéine pRB (la protéine du rétinoblastome) et de bloquer la prolifération
cellulaire [162, 163]. Brg1 influence directement le cycle cellulaire [164] par son interaction avec
la protéine du rétinoblastome (pRB) et la répression des gènes de la cycline A et de cdc2 [165,
166]. L’ATPase BRG1 interagit aussi avec la cycline E et la protéine BRCA. Des mutations de
cette dernière sont impliquées dans le développement du cancer du sein et de l’utérus.
2.5 La famille ISWI
La famille ISWI est caractérisée par la protéine de Iswi (Imitation SWI), isolée chez la
mouche, Drosophila Melanogaster (Tab.2.3). Cette protéine présente de fortes similitudes avec
Swi2/Snf2 mais contient un motif de type SANT à la place du bromodomaine présent dans la
protéine Swi2. Le motif SANT est un motif de liaison à l’ADN fréquemment trouvé dans des
protéines liées à la chromatine [167]. Le premier membre de cette famille est le complexe de
DrosophilaNURF (NUcléosome Remodeling Factor). En plus de NURF, la famille ISWI contient
entre autres les complexes de drosophile CHRAC (CHromatin Remodeling and Assembly
Complex) et ACF (ATP-utilizing Chromatin remodeling and assembly Factor), de levure ISW1
et ISW2, humains RSF (Remodeling and Spacing Factor), WCRF (Williams syndrome transcrip-
tion factor Chromatin Remodeling Factor) et NoRC (NucleOlar Remodeling Complex)[168]. Il
est intéressant de noter la présence de la même sous-unité ATPase dans plusieurs complexes de
composition différente. Les protéines de levure Isw1 et Isw2 sont homologues. Ce sont les sous-
unités ATPase respectivement des complexes ISW1 et ISW2 dont les fonctions sont différentes.
En effet, des études indiquent que les complexes CHRAC, ACF et ISW2 peuvent moduler l’es-
pacement des nucléosomes in vitro (Fig. 2.9) [169, 170] alors que les facteurs NURF et ISW1 ne
le peuvent pas. Par ailleurs, la protéine Iswi, produite de manière recombinante, possède une
activité intrinsèque de remodelage. In vitro, la protéine Iswi peut assembler des nucléosomes
et catalyser le transfert d’un nucléosome du centre de la molécule d’ADN vers son extrémité.
Au sein de CHRAC, Iswi catalyse la réaction inverse en transférant les nucléosomes préféren-
tiellement des extrémités vers le centre de la molécule d’ADN [171].
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espacement régulier des nucléosomes
mobilisation des nucléosomes
assemblage de la chromatine
FIG. 2.9 – Schéma qui montre les principaux processus de remodelage que les complexes conte-
nant ISWI sont capables d’induire.
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TAB. 2.3 – Composition des complexes de remodelage de la chromatine de la famille ISWI. La
sous-unité ATPase est indiquée en rouge.
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Il a été démontré que la protéine Acf1 fait partie des complexes ACF et CHRAC. L’asso-
ciation des protéines Iswi et Acf1 a pour conséquence non seulement d’augmenter très forte-
ment l’activité d’Iswi mais également de modifier ses propriétés intrinsèques de remodelage
[172, 173]. Ces données montrent donc que bien que tous ces complexes possèdent l’ATPase
Iswi, leurs activités sont différentes et que l’activité d’Iswi est modulée par les autres protéines
auxquelles elle s’associe. Une même ATPase peut donc catalyser des réactions différentes en
fonction de la composition du complexe au sein duquel elle s’intègre. Le complexe de mam-
mifères NoRC (NucleOlar Remodeling Complex) est apparemment un nouveau membre de la
famille ISWI [174]. La protéine Tip5 interagit avec hSnf2h, l’homologue humain de Iswi. Des ex-
périences d’immunofluorescence montrent que Tip5 est localisé dans le nucléole. Le complexe
Tip5-Snf2h est capable in vitro de faire glisser des nucléosomes de manière ATP-dépendante.
NoRC pourrait ainsi être un complexe de remodelage nucléolaire impliqué dans la régulation
de la structure chromatinienne du locus de l’ADN ribosomique [153].
2.5.1 La protéine ISWI (Drosophile)
Les complexes qui contiennent ISWI possèdent entre deux et six sous-unités, et ont un poids
moléculaire entre 200 et 700 kDa. Chaque complexe ISWI contient une ATPase de la famille du
gène ISWI [125]. Les complexes les plus étudiés du groupe sont les complexes de drosophila
ACF (ATP-utilising Chromatin assembly and remodeling Factors), NURF (NUcleosome Re-
modeling Factors), et CHRAC (CHromatin Accessibility Complex). Le domaine ATPase de la
famille ISWI est très similaire au domaine ATPase de la famille de la proteine SWI2/SNF2, mais
cette similarité est perdue en dehors de ce domaine. Le gène ISWI de la drosophile est essentiel
pour le développement normal et pour la viabilité cellulaire [175]. Généralement les mutants
Homozygotes ISWI- meurent à l’état larvaire tardif ou au début des états pupaux précoces. Ce
phénotype est du au fait qu’une très large quantité de protéines ISWI est déposée maternelle-
ment (environ 100000 molécules/noyau [176]). Le fait que la protéine ISWI soit nécessaire pour
la viabilité cellulaire a été démontré par l’expression d’une forme dominante négative de la
protéine ISWI, qui donne comme phénotype chez les mouches adultes un nombre d’yeux ré-
duit, dû à une importante mortalité cellulaire. De plus, les mutants ISWI possèdent de structure
altérées dans le chromosome X mâle, qui devient plus petit et plus large [175], ce qui suggère
que la protéine ISWI a un rôle dans le maintien de l’architecture du chromosome. Le produit
génétique du gène ISWI peut catalyser tout seul plusieurs activités du complexe entier in vitro
[177], comme l’assemblage des nucléosomes [172], la modification de l’espace entre les nucléo-
somes [178], le glissement de l’octamère d’histones le long la molécule d’ADN [179, 171], et
l’hydrolyse d’ATP stimulée par la présence des nucléosomes (mais pas par l’ADN nu) [180].
L’activité d’ISWI peut être fortement stimulée par la présence d’une autre sous-unité du com-
plexe, la protéine de la drosophile ACF1 [172]. Ces autres sous-unités des complexes ont un
rôle régulateur.
2.6 La famille CHD
La sous-unité ATPase fondatrice de cette famille est la protéine humaine Mi-2 (Tab.2.4)
[181, 182]. Cette protéine possède un chromodomaine et appartient au complexe NuRD (Nu-
cleosome Remodeling and Deacetylating)[183, 184]. Comme cela a été observé pour d’autres
complexes de remodelage, l’activité de la sous-unité ATPase est modulée par les autres pro-
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TAB. 2.4 – Composition des complexes de remodelage de la chromatine de la famille MI-2.
téines du complexe [185]. Notons que ce complexe a la particularité de posséder une activité
de remodelage de la chromatine jumelée à une activité histone dé-acétylase. En effet, ce com-
plexe contient les histones dé-acétylases Hdac1 et Hdac2. La fonction des complexes de cette
famille est encore mal comprise. Les complexes isolés de cellules de mammifères et de Xénope
contiennent aussi des ADN méthyltransférases putatives [186, 182]. La présence d’histone dé-
acétylases et d’ADNméthyltransférases dans ces complexes suggère qu’ils sont impliqués dans
la répression transcriptionnelle. Toutefois, la protéine Chd1, un homologue deMi-2 chez la dro-
sophile, est localisée au niveau de la chromatine transcriptionnellement active, ce qui évoque
un rôle positif dans la transcription pour cette protéine [187]. Chez S. cerevisiae, seul le poly-
peptide Chd1 appartient à la famille de protéines Mi-2. Il a été montré par puces à ADN que
Chd1 est requise pour la transcription d’un petit nombre de gènes [188]. Il est possible que
l’activité de Chd1 soit partiellement redondante avec d’autres complexes de remodelage déjà
identifiés ou non. Par ailleurs, alors que les protéines de type Mi-2 des eucaryotes supérieurs
sont assemblées dans des complexes et associées à des histones déacétylases, la protéine Chd1
de levure forme apparemment un homodimère. Aucune interaction physique ou génétique de
Chd1 avec des histones déacétylases n’a été décrite à ce jour.
2.7 Les enzymes avec le domaine Split ATPase
Les protéines Ino80 et Swr1p représentent des nouveaux types d’ATPase. En effet, leur do-
maine ATPase est éclaté en deux sous-domaines. Des complexes avec plusieurs sous-unités de
cette classe d’ATPase ont été isolés à partir de la levure (Tab. 2.5) [131, 189, 190]. Ino80 et SWR
ont en commun plusieurs sous-unités comme les protéines ARPs (les protéines homologues
à l’actine). L’aptitude du complexe INO80 à remodeler la structure de la chromatine a été dé-
montrée in vitro [131]. Du point de vue transcriptionnel, le gène INO80 a été isolé parce qu’il
est nécessaire à la transcription du gène IN01 en l’absence d’inositol [191]. Le complexe INO80
pourrait également intervenir dans la réparation de l’ADN, en raison de son association aux
enzymes Rvb1 et Rvb2 (la protéine Ino80 est copurifiée avec ces deux protéines), qui sont ho-
mologues à la protéine bactérienne RuvB, une hélicase impliquée dans la réparation de l’ADN.
Cela pourrait expliquer l’activité ADN hélicase associée au complexe INO80 [131]. Une mu-
tation dans le gène INO80 entraîne une sensibilité accrue de l’ADN aux lésions [131], ce qui
suggère que le complexe INO80 pourrait participer aux mécanismes de réparation de l’ADN.
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TAB. 2.5 – Composition des complexes de remodelage de la chromatine de la famille INO80
chez la levure.
Le complexe SWR [190, 189] répresente un nouveau type de facteur de remodelage, qui peut
échanger l’histone H2A avec des variants de cet histone.
2.8 Comparation biochimique de l’activité des facteurs de remode-
lage
Notre connaissance de la composition de ces complexes et de leur activité biochimique
continue de croître, mais il reste encore des questions très importantes à résoudre, pour com-
prendre la fonction in vivo de ces complexes. Par exemple, on ne connait ni le mécanisme utilisé
par ces facteurs pour augmenter l’accessibilité de l’ADN nucléosomal, ni le rôle des différentes
sous-unités dans ces complexes. La découverte que la sous-unité ATPase centrale peut altérer
la structure de la chromatine en l’absence des autres sous-unités a donné de nouvelles direc-
tions de recherche concernqnt le remodelage de la chromatine [138, 192, 185]. La caractérisation
biochimique de l’activité de la sous-unité centrale ainsi que des activités du complexe a com-
mencé à fournir des données caractéristiques sur les différents mécanismes des trois classes
principales de facteurs de remodelage, ainsi que sur le rôle des autres sous-unités. Les deux fa-
milles les plus étudiées sont la famille SWI/SNF et la famille ISWI. La faculté de ces complexes
à altérer la structure de la chromatine a été étudiée en utilisant différentes méthodes (Fig. 2.10
et 2.11).
Ces études ont indiqué que les deux familles pourraient agir en utilisant des mécanismes
différents, idée qui a été suggérée par le fait qu’ils ont besoin pour agir de différents sub-
strats (Fig. 2.12). Par exemple, la perte de la queue N-terminale des histones dans le nucléo-
some a pour conséquence l’éliminination du remodelage de la partie du complexe NURF (un
des complexes ISWI de la Drosophile), mais ces substrats sont encore remodelés par les com-
plexes SWI/SNF humain et de la levure [192]. L’activité ATPase est stimulée différemment
entre NURF et SWI/SNF. Le complexe SWI/SNF peut être stimulé soit par le nucléosome soit
par l’ADN nu. En revanche, l’activité de NURF est plus stimulée par la présence de nucléo-
somes que par l’ADN nu [180]. Des expériences ont montré que la queue N-terminale d’H4
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FIG. 2.10 – Tests biochimiques utilisés pour détecter différentes activités des facteurs de re-
modelage sur des nucléosomes. On peut détecter le remodelage des nucléosomes (et selon l’enzyme
utilisée dans le test) a) soit par la formation d’un profil altéré de digestion avec une DNAse, b) soit
par la formation de di-nucléosomes remodelés stables, ou c) par l’échange de cis en trans de l’octamère
des histones. Il est possible d’étudier aussi la capacité des facteurs de remodelage de changer la position
des nucléosomes d), d’augmenter ou réduire l’accessibilité des autres protéines à la chromatine e), ou de
faciliter l’assemblage et/ou l’espacement des nucléosomes le long de l’ADN f).
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FIG. 2.11 – Tests biochimiques qui prouvent la génération de torsion pendant l’action de remo-
delage : a) l’extrusion d’ADN cruciforme, qui ne peut avoir lieu qu’en présence d’ADN sous-enroulé
négativement, et b) changements topologiques transitoires détectés avec une topoisomérase qui génère, en
présence de facteurs de remodelage, des topoisomères dans des molécules d’ADN circulaires (plasmides).
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était critique pour l’activité ATPase de ISWI [19]. L’ablation de cette queue réduit fortement
l’accrochage d’ISWI, ce qui suggère que la queue pourrait jouer un rôle couplé à l’hydrolyse
d’ATP dans le changement conformationnel du nucléosome. Par contre le taux de remodelage
de SWI/SNF n’est pas affecté par l’enlèvement des queues des histones [193, 194]. La compa-
raison des activités de ySWI/SNF, hSWI/SNF, dNURF, du complexe xMi-2 et de dCHRAC, en
utilisant des tests d’accessibilité d’enzymes de restriction sur un substrat nucléosomal, a mon-
tré que l’efficacité du remodelage est très similaire [195]. Des analyses successives des activités
de BRG1, l’homologue humain de SWI2/SNF2 de la levure, et de SNFH, l’homologue humain
de ISWI, en utilisant des tests multiples, ont suggéré des différences dans le mécanisme entre
les deux familles [196]. Toutes deux peuvent remodeler une fibre de nucléosomes, mais seul
BRG1 peut altérer le profil de restriction et l’accessibilité à la DNAase sur des mononucléo-
somes sans ADN de part et d’autre. De plus, BRG1, contrairement à SNF2H, peut introduire
des changements topologiques dans un assemblage de nucléosomes sur un ADN circulaire.
Les protéines recombinantes ISWI et Mi-2 sont capables de changer la position du nucléo-
some [197] : alors que la protéine Mi-2 déplace l’octamère d’histones vers la position centrale
d’un fragment d’ADN de 248 pb, ISWI le déplace vers ses extrémités. Contrairement à ISWI,
Mi-2 peut remodeler les nucléosomes sans la queue N-terminale des histones H4, H3 et H2A.
Des différences dans le mécanisme d’action entre les remodeleurs ont été suggérées en com-
parant les complexes ySWI/SNF, BRG1, ISWI et Mi-2 dans des tests d’extrusion d’ADN cruci-
forme [198]. Ce protocole détecte la faculté d’induire la formation d’ADN cruciforme à partir de
séquences inversées répétées, une faculté commune aux remodeleurs et à certaines hélicases.
Ces expériences ont montré que BRG1 et ySWI/SNF peuvent extruder un ADN cruciforme à
partir soit d’ADN nu, soit de chromatine. Les facteurs ISWI et Mi-2 peuvent extruder le cru-
ciforme seulement à partir de la chromatine. Ces données sont cohérentes avec le fait qu’un
substrat nucléosomal stimule de préférence l’activité d’ISWI et Mi-2 [192].
2.9 Mécanismes d’action proposés pour un remodelageATP-dépendant
Tous les facteurs de remodelage contiennent un domaine similaire à Snf2p, qui a en com-
mun une homologie de séquence avec la très grande famille SF2 (Super Family 2) des hélicases
(Fig. 2.13 a). Les membres de la famille SF2 ont un domaine qui hydrolyse l’ATP et guide la
séparation des deux brins de l’ADN, ainsi qu’une activité de translocation sur l’ADN ATP-
dépendante. Cela conduit à suggérer que le domaine Snf2 des complexes qui remodèlent la
chromatine pourrait être impliqué dans une translocation de l’ADN (Fig. 2.13b) [199]. Des don-
nées ont été obtenues comme support de cette hypothèse. Elles ont montré que cette transloca-
tion n’est pas très processive [200, 201, 202]. La protéine modèle utilisée pour étudier la translo-
cation ATP-dépendante de la famille SF2 est la protéine bactérienne RecG. La structure de cette
protéine a été résolue : elle suggère que la double hélice de l’ADN passe directement à travers
le domaine qui contient sept motifs hélicases [203], en formant des contacts seulement avec les
groupements phosphates [204]. Une région C-terminale qui arrive jusqu’aux motifs hélicases a
été identifiée comme capable de contacter la molécule d’ADN, et il a été proposé qu’elle agisse
comme un bras pendant la translocation [205]. Cette séquence est aussi conservée au sein des
protéines reliées à Snf2. Récemment le domaine ATPase du complexe SWI/SNF de Sulfolobus
solfataricus a été cristalisé [206]. Ces cristaux montrent une structure très similaire à celle de
RecG et Rad54, et à partir de cette structure les auteurs proposent un possible mécanisme de
translocation couplé à l’introduction de torsion (Fig. 2.14).
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FIG. 2.12 – Schéma qui montre les substrats nécessaires pour stimuler l’activité ATPase dans
les différentes familles de remodelage.
Les domaines accessoires des protéines liées à Snf2 influencent l’orientation avec laquelle le
moteur qui remodèle agit sur le nucléosome. Les données existantes pour ISWI suggèrent une
translocation de l’enzyme qui remodèle à partir du nucléosome vers l’extérieur [201, 168, 207].
Cette translocation pourrait pousser l’ADN vers le nucléosome et donc causer une déstabili-
sation de l’ADN sur la surface du nucléosome. Les sous-unités catalytiques corrélées à Snf2
font généralement partie des grands complexes et on a seulement un polypeptide Snf2 par
complexe. Dans le cas de SWI/SNF, la stœchiométrie des 11 sous-unités a été déterminée pré-
cisément [208].
La reconstitution d’image faite au microscope électronique a donné une idée sur la struc-
ture de la surface des complexes RSC et SWI/SNF de la levure avec une résolution de 25-50
Å[208, 210](Fig. 2.7 et 2.8). La surface suggère une organisation circulaire ou semi-circulaire,
avec une cavité ou un "clamp" de dimension suffisante pour contenir un nucléosome. Les fac-
teurs de remodelage ont été isolés au début comme des enzymes qui modifient les histones. En
réalité, ils peuvent aussi modifier des protéines non-histones. Par exemple, le complexe hBRG1
peut générer des structures d’ADN Z qui sont importantes pour la régulation du promoteur
CSF1 [211]. La protéine Rad26p peut fonctionner en aidant à libérer l’ARN polymérase bloquée
[212], Rad16p peut agir en changeant la structure de l’ADN pendant la réparation de l’ADN
endommagé [213], et Mot1 décroche TBP de l’ADN dans une réaction ATP-dépendante [214].
Plusieurs protéines homologues à Snf2p sont capables de modifier la position des nucléo-
somes [107]. Les nucléosomes sont aussi mobiles sous l’effet de fluctuations thermiques et leur
repositionnement "naturel" intervient parallèlement aux activités ATP-dépendantes de remo-
delage [207]. Ceci suggère que les remodeleurs ATP-dépendants obéissent à la définition clas-
sique d’une enzyme : un catalyseur qui accélère une réaction pouvant se produire naturelle-
ment. Le mécanisme par lequel les nucléosomes sont distribués lors d’une réaction guidée par
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FIG. 2.13 – a) Structure atomique du domaine hélicase de la proteine NS3, qui est homologue au domaine
hélicase Snf2 des facteurs de remodelage. On peut voir, par le schéma en bas, que la principale différence
entre le DEAD box domain des hélicases [209] et le domaine hélicase de facteurs de remodelage est
l’insertion d’une séquence protéique entre le sous-domaine 1A et 2A. b) Les hélicases SFII sont capable
de transloquer le long de l’ADN et de séparer en même temps les deux brins de la molécule. Le fait que les
facteurs de remodelage ne montrent pas d’activité hélicase, laisse supposer que l’insertion d’une sequence
dans le motif DEAD box a fait perdre la faculté de séparer les deux brins, en mantenant l’habilité de
translocation le long de la molécule d’ADN.
ouverte fermée
FIG. 2.14 – Structures cristallographiques du domaine ATPase de la protéine homologue à
Rad54(SsoRad54cd). Le mouvement d’un des deux sous-domaines pendant le passage d’une confor-
mation ouverte à une conformation fermée pourrait pousser l’ADN avec introduction de torsion [206].
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l’ATP reste encore mystérieux. Plusieurs mécanismes ont été proposés [207, 108, 215].
Les premiers modèles du remodelage de la chromatine ATP-dépendant se sont focalisés
sur les changements des composants des histones. Par exemple, on a proposé que les enzymes
SWI/SNF utilisent l’énergie d’hydrolyse de l’ATP pour libérer un ou deux dimères H2A-H2B,
avec à la fin une molécule d’ADN qui s’enroule seulement autour d’un tétramère de H3-H4
[216](Fig. 2.15d). Il a ensuite été proposé que les dimères pourraient ne pas être perdus, mais
réarrangés en générant une nouvelle conformation nucléosomale [217].
Des données montrent aujourd’hui que le remodelage ATP-dépendant provoque des chan-
gements topologiques de l’ADN nucléosomal [198]. On ne sait pas comment les facteurs de
remodelage pourraient introduire de la torsion dans l’ADN, mais plusieurs modèles proposent
l’introduction de torsion par une activité de translocation qui va générer soit de la rotation dans
l’ADN, soit la formation des petites boucles d’ADN [198, 218, 168]. Plusieurs expériences uti-
lisant l’accessibilité aux enzymes de restriction afin de quantifier le remodelage sur un mono-
nucléosome [219], suggèrent que l’action de remodelage ne génère pas seulement une seule
structure remodelée, mais va créer une multitude de différents nucléosomes remodelés. Donc,
des cyclesmultiples d’hydrolyse de l’ATP sont nécessaires pour rendre le nucléosome remodelé
accessible, par exemple, aux enzymes de restriction utilisées comme rapporteurs du remode-
lage (Fig. 2.15c). Selon ce modèle, les états intermédiaires activés pourraient être une consé-
quence de la génération ATP-dépendante d’une contrainte torsionnelle. La contrainte torsion-
nelle pourrait se propager sur la surface du nucléosome par une dissociation spontanée d’un
petit nombre de points de contact de l’ADN au nucléosome, ce qui pourrait rendre l’ADN sen-
sible aux interactions avec les protéines qui doivent le contacter (Fig. 2.15a).
L’énergie d’hydrolyse de la molécule d’ATP est utilisée pour générer des intermédiaires
hauts en énergie qui stochastiquement relaxent vers des états nucléosomaux finaux distincts,
qui dans certains cas résultent en un changement de position, dans d’autres non. Tous ces
résultats sont valables par exemple pour la famille SWI/SNF, mais pas pour la famille ISWI,
pour laquelle toutes les données indiquent que le glissement le long de l’ADN est le principal
mécanisme de remodelage [179, 196].
Différentes expériences utilisées pour étudier les complexes de remodelage de la chroma-
tine ATP-dépendants montrent que ces complexes peuvent exposer l’ADN du nucléosome. Le
mécanisme le plus simple que l’on puisse imaginer pour induire cette exposition de l’ADN, est
un simple glissement de l’ADN par rapport à l’octamère des histones [220]. Le fait que tous les
facteurs de remodelage changent la position des nucléosomes le long de la molécule d’ADN, a
amené à penser que toutes ces protéines peuvent fonctionner en utilisant un mécanisme com-
mun, comme le glissement de l’ADN. Mais d’autres mécanismes peuvent être pris en compte
pour expliquer les changements de position des nucléosomes. Par exemple, un nucléosome
qui se trouve être altéré par un facteur de remodelage peut soit spontanément retourner à une
structure de nucléosome classique, en changeant sa position, soit relâcher partiellement l’octa-
mère d’histones et se raccrocher ensuite dans une nouvelle position [221, 222]. Une des raisons
qui invoque un mécanisme différent du glissement des histones le long de l’ADN est que ce
mécanisme ne peut pas expliquer comment l’ADN devient accessible dans la fibre de chro-
matine avec des nucléosomes resserés. Les modèles favoris sont : le modèle de la diffusion de
sous-enroulement négatif et le modèle de diffusion d’une boucle d’ADN le long du nucléosome
(Fig. 2.15a et b).
Dans le premier modèle, des variations locales du degré de sous-enroulement se propagent
autour du nucléosome. Le cristal du nucléosome donne des preuves directes de la présence
d’états intermédiaires, dûs à une diffusion spontanée du sous-enroulement. Parce que les fac-
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FIG. 2.15 –Mécanismes possibles de remodelage. La translocation des facteurs de remodelage pour-
rait générer de la torsion (a), ou une boucle d’ADN (b), (ou les deux), qui pourrait diffuser le long du
nucléosome en favorisant le glissement et le repositionnement du nucléosome. Un autre mécanisme pos-
sible est le désenroulement de l’ADN autour du nucléosome (c), qui peut rendre l’ADN plus accessible.
Même la perte d’un dimère (d) pourrait soit rendre l’ADN plus accessible en exposant l’ADN autour
des nucléosomes, soit faciliter l’introduction de variants d’histones.
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teurs de remodelage de la chromatine sont capables d’altérer le degré de torsion de l’ADN, il
est possible qu’ils puissent accélérer le taux de diffusion.
Dans le deuxième modèle, une partie de l’ADN au niveau de l’entrée ou de la sortie du
nucléosome, pourrait se décrocher. Ensuite, le nucléosome pourrait se raccrocher un peu plus
loin, en créant une structure nucléosomale avec un surplus d’ADN sous forme de boucle. On
pourrait donc imaginer une migration spontanée de cette boucle d’ADN autour du nucléo-
some, et par consequent, après disparition de cette boucle, migration du nucléosome le long de
l’ADN. Plusieurs expériences vont dans ce sens [207, 223].
Les deux modèles supposent que l’octamère d’histones ne change pas pendant le remode-
lage. Certaines expériences indiquent cependant, que des dimères d’histones peuvent être en-
levés ou échangés entre nucléosomes pendant la réaction de remodelage [224, 225](Fig. 2.15d).
La libération de l’ADN de la surface des histones est importante pour l’échange des di-
mères, et des facteurs aditionnels peuvent faciliter ce processus (Fig. 2.15 c et d). Pour le com-
plexe SWI/SNF, la sous-unité Snf5 peut interagir avec H2B et un composant du complexe
SWR1 est censé interagir directement avec H2A.Z[226]. La génération de sous-enroulement
négatif pendant le remodelage peut aussi contribuer à ce processus [227].
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Caractérisation et manipulation de
molécules individuelles : présentation
des différentes techniques utilisées
3.1 Introduction
Jusqu’à ces dernières années, les chimistes et biochimistes n’ont eu à leur disposition, pour
étudier les propriétés des molécules, que des méthodes dites "en bulk", méthodes ne permet-
tant que des études en volume, portant sur un grand nombre de molécules. Ce type d’approche
ne permet d’accéder qu’à des propriétés globales telles que le temps caractéristique et la contri-
bution moyenne de chaque molécule dans une population. Par conséquent, à partir de cette
approche on ne peut avoir accès qu’à la moyenne des propriétés, mais pas à la distribution de
ces propriétés ni aux fluctuations stochastiques qui accompagnent ces distributions.
Dans les études biochimiques conventionnelles, si on veut estimer l’activité d’une enzyme,
on est obligé de diviser le résultat obtenu par le nombre total d’enzymes utilisées dans la cel-
lule de mesure (Fig. 3.1). Cette procédure sous-estime l’activité réelle parce qu’on ne peut pas
connaître le nombre exact d’enzymes inactives et/ou d’enzymes dans un état oligomérique.
La détection de molécules individuelles fournit d’énormes avantages par rapport aux tech-
niques en volume. Etant capable d’étudier les molécules d’un échantillon une à une, il est pos-
sible non seulement de résoudre la gamme et la distribution des comportements exhibés dans
le système, mais aussi d’étudier des propriétés comme la force, les interactions moléculaires,
et les changements conformationnels, qui accompagnent le phénomène étudié. Une expérience
de molécule unique est capable de détecter les intermédiaires qui sont produits pendant une
réaction chimique. La détection des intermédiaires est très utile pour élucider les mécanismes
de réaction, or cette détection est presque impossible à réaliser en mesurant les propriétés d’un
ensemble de molécules.
Les informations dynamiques obtenues en observant les fluctuations autour de l’équilibre
à partir d’une seule molécule, permettent de dériver les cinétiques sans avoir à synchroniser
une population entière dans un état de non-équilibre, étape nécessaire pour avoir, à la fin, des
concentrations détectables des intermédiaires de la réaction. La sensibilité de ces méthodes
d’étude en fait l’approche idéale pour étudier les systèmes dans lesquels les évènements ou les
molécules d’intérêt sont rares.
Un exemple qui illustre bien la différence entre les mesures en volume et celles en molécule
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FIG. 3.1 – Schéma mettant en parallèle les expériences en bulk et en molécule unique (dans
l’exemple, on veut mesurer l’activité d’une hélicase qui sépare les deux brins de la molécule d’ADN).
Le fait que l’on ne connaisse pas, en bulk, la concentration des molécules inactives fait sous-estimer
l’activité de la protéine parce que, pour obtenir cette valeur, on est obligé de diviser l’activité mesurée par
la concentration totale en enzyme. En molécule unique, on contourne ce problème parce que l’on mesure
seulement l’activité des enzymes actives.
unique est la mesure du courant électrique qui passe à travers des canaux ioniques cellulaires
par les techniques de Voltage-Clamp (l’équivalent des mesures en bulk pour l’étude du cou-
rant ionique transmembranaire) et les techniques de Patch-Clamp (équivalent des mesures en
molécule unique)[228].
Dans les techniques deVoltage-Clamp, deux électrodes sont insérées dans une cellule. La pre-
mière maintient le potentiel membranaire à une valeur fixe choisie, pendant que la deuxième
électrode de mesure insérée enregistre toute variation de courant. On peut alors modifier la
concentration du milieu extérieur en tel ou tel ion et relier le signal obtenu à la migration de tel
ou tel ion à travers la membrane.
Les techniques de patch-clamp (que l’on considère comme étant la première expérience en
molécule unique) ne sont qu’une application de ces techniques de voltage imposé cette fois à de
petits fragmentsmembranaires isolés (patch) à l’extrémité d’une pipette. On arrive à isoler ainsi
des fragments de membranes si petits (1 à 2 µm de diamètre) que l’on estime pouvoir observer
le fonctionnement de quelques unités de canaux ioniques (dont l’existence est supposée).
Comme on peut voir le dans la Fig. 3.2, le courant électrique qui passe à travers un seul
canal ionique est un signal télégraphique très bruité. L’allure de ce signal est due au fait que le
courant électrique passe seulement quand le canal est ouvert, et la probabilité d’ouverture du
canal dépend du potentiel trans-membranaire appliqué. Cette information est perdue si on fait
une analyse du courant global qui passe à travers l’ensemble des canaux de la cellule.
Les techniques de micromanipulation de biomolécules individuelles se développent depuis
quelques années, et elles ont été appliquées pour étudier le comportement de biopolymères
individuels comme l’ADN, l’ARN et les protéines.
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FIG. 3.2 – a) Schéma présentant la technique Voltage-Clamp. Cette technique permet la mesure du cou-
rant ionique global qui sort ou entre dans une cellule, la différence de potentiel transmembranaire étant
fixée. A` gauche, deux électrodes sont insérées dans une cellule, l’une pour imposer le voltage, et l’autre
pour détecter le courant électrique. A` droite, courbe typique de la variation de potentiel membranaire
global d’une cellule. b) Schéma présentant la technique Patch-Clamp. Dans cette technique, avec une
micropipette (à gauche), on prélève un petit fragment de membrane cellulaire. En imposant un voltage,
et en détectant le potentiel transmembranaire, on observe un signal télégraphique (à droite) très bruité,
signal typique du passage du courant électrique à travers un unique canal ionique.
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Les techniques de mesures locales de force ont été utilisées pour étudier les propriétés élas-
tiques et les transitions structurelles induites mécaniquement dans les acides nucléiques au
niveau d’une seule molécule. Ces techniques ont été utilisées par la suite pour étudier les pro-
cessus enzymatiques ADN-dépendants. L’importance de ces études est due au fait que le com-
portement mécanique des acides nucléiques et des protéines est un aspect fondamental de leur
fonctionnement.
Les expériences de micromanipulation introduisent la force comme nouveau paramètre
thermodynamique. La force peut être utilisée pour altérer l’équilibre d’une réaction et/ou mo-
difier la barrière d’activation. Elle s’ajoute donc à la température ou à la composition du tampon
utilisé qui sont souvent les seuls paramètres de contrôle utilisés dans les tests traditionnels en
volume.
Toutes les expériences enmolécule unique qui permettent l’étude d’objets biologiques isolés
ont besoin de deux éléments de base : un senseur, qui est généralement de dimension micro-
scopique et qui est utilisé pour générer ou détecter des forces et des mouvements, et une façon
de localiser spatialement la molécule d’intérêt.
Il existe actuellement plusieurs techniques disponibles pour manipuler et suivre le mouve-
ment des molécules uniques : microscope à force atomique (AFM)[229], microfibres [230, 231],
pinces optiques [232] et pinces magnétiques [233, 234, 235], flux hydrodynamique [236] et
sondes de force de biomembrane (BFP)
[237], Single Particle Tracking (SPT) et Tethered Particle Motion (TPM) [238, 239, 240].
D’un point de vue de pratique, un dispositif de micromanipulation peut utiliser différents
types de senseurs :
– Le microscope à force atomique (AFM) utilise un petit bras flexible (cantilever) accroché
à l’objet d’intérêt dont la mesure de la déflection permet de déduire la force appliquée
[229].
– Les dispositifs àmicrofibres utilisent une fibre optiquemicrométrique comme bras flexible,
ce qui permet une mesure directe de la déflection [231, 230].
– Les pinces optiques utilisent le piégeage d’une bille micrométrique à haut indice de ré-
fraction (par exemple une bille en latex) au point focal d’un faisceau laser. La mesure de
la déviation de la bille par rapport à sa position d’équilibre permet de remonter à la force
exercée sur l’objet [241]).
– Les pincesmagnétiques permettent d’exercer une force sur une bille super-paramagnétique
à l’aide d’un aimant (piégeage simple) [236, 235] ou d’électroaimants (piégeage en trois
dimensions )[233, 234].
Dans ce chapitre, je parlerai des principales techniques de manipulations de molécules
uniques utilisées pour étudier l’ADN, en présentant plus en détail les techniques utilisées du-
rant ma thèse, à savoir les pinces magnétiques, la TPM (Tethered Particle Motion - mouvement
d’une particule accrochée) et le microscope à force atomique.
3.2 Force en Biologie
La force n’est pas une "entité" qui intéresse seulement les physiciens, elle joue un rôle fon-
damental dans presque tous les processus cellulaires et en particulier dans les processus ADN-
dépendants. Par exemple, pendant la réplication et la ségrégation des chromosomes, chaque
molécule d’ADN est soumise à une vaste gamme d’étirements, de vrillages et de courbures.
La plupart des moteurs moléculaires qui agissent sur l’ADN convertissent l’énergie issue
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de l’hydrolyse des dNTP ou NTP (désoxy-Nucléotide Tri Phosphate ou le Nucléotide Tri Phos-
phate) en travail mécanique. L’hydrolyse d’une seulemolécule d’ATP, dans des conditions phy-
siologique, libère une énergie d’environ 20kBT (l’équivalent de 8 × 10−20J). Cette énergie est
utilisée par un grand nombre d’enzymes (moteurs moléculaires) pour effectuer un travail en
se déplaçant typiquement de l’ordre d’un nanomètre lors d’un cycle enzymatique. L’ordre de
grandeur des forces ainsi générées est de 20kBT/nm ou 80pN. L’ARN-polymérase, importante
pour la production d’ARN messager, est capable de générer sur l’ADN des forces de l’ordre
15pN [242, 243]. Force et torsion peuvent entraîner l’ouverture de l’ADN, processus qui est
fondamental que ce soit pour la réplication ou lors de l’expression génétique. Les cellules, en
plus, contiennent plusieurs moteurs moléculaires qui génèrent forces et déplacements des or-
ganelles cellulaires.
Dans cette section, je vais introduire les différentes échelles de force auxquelles peuvent être
soumises les molécules biologiques en solution.
3.2.1 Force entropique
Toutes les molécules sont sujettes à l’agitation thermique à chaque instant. Les fluctuations
thermiques d’énergie sont de l’ordre de kBT = 4pN× nm = 4 ×10−21J = 0.6 kcal mol−1 à tem-
pérature ambiante. Ces fluctuations courbent transitoirement l’ADN et tous les biopolymères.
Pour l’ADN, par exemple, ces fluctuations entraînent une perte de l’orientation de la molé-
cule sur une distance appelée longueur de persistance ξ qui vaut environ ξ = 50 nm. Si on
étudie l’ADN sur des échelles de tailles supérieures à ξ, l’ADN se trouve sous une forme de
pelote statistique. Ainsi, la force nécessaire pour étirer notablement une pelote d’ADN vaut :
Fe = kBT/ξ ≈ 0.1 pN.
Comme conséquence de cette agitation thermique, unemolécule est soumise chaque instant
à des chocs aléatoires avec les autres molécules du milieu où elle se trouve. Une molécule va
ressentir donc chaque instant une force moyenne FL(Force de Langevin) qui est la résultante
des tous les chocs "ressentis". Cette force dirigée aléatoirement détermine le seuil inférieur des
forces qui peuvent être appliquées de façon contrôlée sur une molécule en solution. Elle déter-
mine donc la limite inférieure des mesures de force.




où γ caractérise la dissipation (pour un objet sphérique, γ = 3piηd), et ∆f la bande passante
(inversement proportionelle au temps d’intégration). Pour un objet de taille d = 2µm (une
bille, une cellule, etc..) dans l’eau (avec une viscosité η = 10−3P ), la force moyenne ressentie
par l’objet sur 1 seconde vaut 10 fN.
Dans des conditions de micromanipulation optimales, cette force aléatoire est la source
principale du bruit expérimental. Par la suite, nous verrons que la force typique à laquelle
nous observons l’activité des facteurs de remodelage de la chromatine est de l’ordre du pico-
Newton (pN) : c’est une force suffisamment élevée pour obtenir un étirement conséquent de
l’ADN et des fluctuations limitées (un bruit faible), mais une tension suffisamment faible pour
ne pas (trop) contrarier l’activité de ces protéines.
67
Micromanipulation de l’ADN Caractérisation et manipulation de molécules individuelles
3.2.2 Force de rupture de liaison covalente Fmax
Si on fait l’hypothèse qu’une liaison de taille d et d’énergie E peut être rompue en exerçant
une force de l’ordre de F ≈ E/d, on peut faire une estimation grossière de la force nécessaire
pour casser les liaisons plus fortes dans le domaine biologique, qui sont les liaisons covalentes.
Elles correspondent à des énergies de l’ordre de 1 eV ou ≈ 1.6× 10−19 J, équivalent à 40 kBT à
température ambiante ou 24 kCal/mol. La force nécessaire pour casser une liaison de longueur
typique ≈ 0.1 nm et d’énergie ≈ 1eV est donc Fmax ∼ 1eV/0.1nm = 1.6 × 10−9 N = 1.6 nN.
Cette valeur des forces Fmax donne la limite supérieure de force pour l’étirement de molécules
uniques [244].
3.2.3 Force de rupture de liaisons non-covalentes
Les molécules biologiques possèdent énormément de liaisons faibles électrostatiques, hy-
drophobes ou des liaisons hydrogènes, qui ne sont pas covalentes et qui sont à la base de
leur structure tridimensionnelle. Ces liaisons se font ressentir sur une échelle de distance de
l’ordre du nanomètre. Les forces d’interaction caractéristiques des systèmes biologiques se si-
tuent entre les extrêmes des forces thermiques et des forces de liaisons covalentes. Elles sont
générées par les liaisons hydrogènes ou ioniques ainsi que par des interactions de type van
der Waals qui structurent les acides nucléiques et les protéines. L’énergie mise en jeu est de
l’ordre de quelques fois l’énergie thermique kBT . Ainsi, la force nécessaire pour rompre une
liaison faible est typiquement∼ 4 pN. Cependant, la structure et la stabilité 3D des protéines et
de toutes les macromolécules biologiques sont déterminées par de nombreuses liaisons faibles
coopératives, qui augmentent la force nécessaire pour casser la structure. Des forces entre 10
pN et 100 pN sont généralement requises pour dénaturer les protéines et l’ADN, ou pour em-
pêcher leur accrochage mutuel. Une des plus fortes interactions non-covalentes est celle qui
existe entre la biotine (petite molécule organique) et la streptavidine (une protéine). La force
nécessaire pour casser cette liaison est d’environ 160 pN. En réalité des experiences ont montré
que grâce aux fluctuations thermiques, qui favorisent la rupture d’une liaison sous tension, la
force nécessaire diminue quand on augmente le temps d’application de cette force [229, 245].
3.3 Techniques de micromanipulation de la molécule d’ADN
Pour détecter les forces générées par les protéines qui agissent sur la molécule d’ADN,
différentes techniques ont été développées (Fig. 3.3 et 3.4). Selon la technique que l’on utilise,
on peut explorer une gamme de forces qui est très étendue.
3.3.1 Les pinces optiques
L’utilisation des pinces optiques permet de manipuler des particules transparentes comme
une cellule, des organelles à l’intérieur d’une cellule, ou plus communément des microsphères
qui sont attachées à des protéines ou des molécules d’ADN, et qui ont un indice de réfrac-
tion élevé par rapport à celui de l’eau (dans laquelle se déroulent la plupart des expériences).
Comme le suggère leur nom, les pinces optiques reposent sur l’interaction de particules avec la
lumière (en pratique un faisceau laser très focalisé). Près du point focal du faisceau, une parti-
cule est soumise à une force de rappel tridimensionnelle résultant de la diffraction du faisceau
laser. Pour de petits déplacements (150 nm) de la position d’équilibre du faisceau, la force de
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FIG. 3.3 –Quelques exemples de méthodes de micromanipulation utilisées pour étudier l’inter-
action ADN-protéines. Dans les pinces optiques, un faisceau laser piège et tire sur une bille qui a un
indice de réfraction élevé par rapport à l’eau. Dans le système à microfibres, on tire avec une micropipette
une molécule d’ADN et on mesure la force appliquée par la déflection de la microfibre. Dans les pinces
magnétiques, on tire et tourne des molécules d’ADN en utilisant un couple d’aimants.
rappel peut être traitée comme un simple ressort avec une constante de raideur ktrap qui dé-
pend linéairement de l’intensité du laser. Les forces donc peuvent être mesurées (pour F <50
pN) à partir du déplacement δx de la position d’équilibre : F = ktrapδx. La constante de rai-
deur ktrap de la pince peut être déterminée avant la mesure, par exemple en utilisant un flux
hydrodynamique (de vitesse v et de viscosité η) qui exerce une force FS sur la particule piegée
de rayon r : Fs = 6piηrv.
Une autre façon de déterminer ktrap est de mesurer l’intensité des fluctuations browniennes







Les pinces optiques peuvent exercer des forces allant de 0.5 à 100 pN. La limite inférieure
des forces appliquées est déterminée à partir de la force à laquelle les fluctuations thermiques
destabilisent le piège. La limite supérieure est déterminée par l’absorption du faisceau par la
particule piegée, ce qui entraîne un échauffement local qui peut endommager les échantillons
biologiques. Cette méthode ne permet pas de contrôler facilement la rotation d’un objet.
3.3.2 Les dispositifs à microfibres
Le dispositif à microfibres utilise la déflection d’une microfibre optique pour mesurer la
force appliquée sur une molécule d’ADN étirée à l’aide d’une micropipette. Cet appareil per-
met aussi la rotation de la micropipette et donc la torsion de la molécule d’ADN. La rigidité
obtenue est de l’ordre de 10−5 N/m et sa résolution spatiale d’environ 10 nm. Cependant, à
cause de la dimension importante de la fibre et la large force de Langevin associée limite la
résolution en force, qui est de l’ordre de quelques pN.
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3.3.3 Les pinces magnétiques
La technique des pinces magnétiques consiste à accrocher une molécule d’ADN par une
extrémité à une bille magnétique et par l’autre à la surface d’un petit capillaire en verre. La
force est exercée à l’aide d’un champ magnétique généré en approchant de forts aimants per-
manents. La position et la rotation des aimants peuvent être contrôlées et utilisées pour tirer et
tordre la molécule. La force appliquée par ce système va de quelques femtoNewtons jusqu’à
100 pN avec une précision de ∼ 10%. La mesure de force est absolue et ne nécessite pas la
calibration du senseur parce qu’elle est basée sur la mesure des fluctuations browniennes. Le
système se comporte comme un pendule de longueur l = 〈z〉, étiré par une force F le long
de l’axe z. Les fluctuations longitudinales (δz2 = 〈z2〉 − 〈z〉2) et les fluctuations transverses
(δx2) sont caractérisées par les constantes de raideurs k‖ = ∂zF et k⊥ = F/l. Par le théorème















Ainsi en mesurant uniquement les fluctuations Browniennes de la bille (δx2,
δy2), il est possible d’obtenir la force exercée sur la molécule d’ADN (plus petites sont les fluc-
tuations, plus grande est la force), et à partir de δz2, il est possible d’obtenir sa dérivée première,
∂zF (la rigidité effective de la molécule).
3.3.4 Différences entre les différentes techniques de micromanipulation de l’ADN
Les pinces optiques et les microfibres imposent l’extension du système étudié. La connais-
sance de la raideur du capteur permet de déduire la force exercée à partir de la mesure de son
déplacement. La linéarité du senseur (domaine de validité de la loi de Hooke) limite en général
le domaine accessible de forces à un ou deux ordres de grandeur. Les pinces magnétiques fixent
la force appliquée au système. L’intensité du champ varie sur une échelle de l’ordre du mm,
ce qui est bien plus grand que l’échelle des déplacements des moteurs moléculaires étudiés.
Par conséquent, une position donnée des aimants impose une force constante, quel que soit le
déplacement de la molécule étudiée. Les pinces magnétiques sont une technique non invasive
qui n’a pas besoin de calibrations complexes et qui est limitée, à haute force, par la fréquence
d’acquisition de la caméra vidéo et par la résolution spatiale pour suivre le mouvement Brow-
nien et, à basse force par la force de Langevin agissant sur la bille. Le désavantage majeur de
cette technique de mesure de force est le fait qu’il faut mesurer le mouvement Brownien pen-
dant un temps suffisamment long pour avoir une mesure de force précise. En particulier, si on
veut mesurer de faibles forces avec une précision de l’ordre de 10%, il est nécessaire d’acquérir
pendant environ quarante minutes (pour une force voisine de 0.1 pN).
Pour des microfibres, avec une constante de raideur de l’ordre de 10−5 et une résolution
de déplacement de l’ordre d’une dizaine de nm on pourrait en principe mesurer des forces
de l’ordre d’une dizaine de femtoNewton. Cependant, comme déjà dit, les dimensions impor-
tantes de la fibre sont associées à une force de Langevin très grande qui limite la résolution en
Force à quelques picoNewtons.
Dans le cas des pinces optiques, le piège a une constante de raideur de l’ordre de 10−5
et une dimension de l’ordre de 0.5 µm. Ceci correspond à des forces de l’ordre du pN. Pour
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Méthodes de molécule unique
Méthodes Fmin -max (N) dxmin (m) Stiffness (N m-1)
Cantilevers 10-11-10-7 10-10 0.001-100
Microfibres 10-12-10-10 10-9 10-6-1
Pinces magnétiques 10-14-10-11 10-8 ~10-9
Pinces optiques 10-13-10-10 10-9 10-10-10-3
`Ecoulement 10-13-10-9 10-8 n.a.
FIG. 3.4 – Vue d’ensemble des principales techniques utilisées dans les études en molécule
unique de l’ADN avec les caractéristiques principales pour chaque technique.
tirer plus fort, il faut augmenter la puissance du laser, en augmentant le risque de photo-
endommagement.
3.4 Montages expérimentaux utilisés
Au cours dema thèse j’ai utilisé trois techniques différentes demanipulation et visualisation
de molécules uniques d’ADN, celles-ci m’ont permis d’étudier les facteurs de remodelage de
la chromatine. Ces techniques sont les pinces magnétiques, la technique TPM et l’AFM. Je vais
maintenant décrire ces trois montages expérimentaux plus en détail.
3.5 Pinces magnétiques
3.5.1 Microscope
Dans l’image 3.5a et b on peut voir une photographie du montage utilisé. Il s’agit d’un
microscope "artisanal" composé de :
– une simple source de lumière, dans notre cas une diode,
– un système de lentilles pour focaliser la lumière sur l’échantillon qui se trouve dans un
capillaire en verre positionné sur une platine de translation horizontale,
– un objectif 100x qui collecte la lumière et un piezo pour régler la mise au point de l’objec-
tif,
– une caméra vidéo CCD avec une fréquence d’acquisition de 25 Hz, qui permet l’acquisi-
tion d’images qui seront ensuite digitalisées par une carte d’acquisition vidéo pour être
traitées en temps réel,
– last but not least ! un ordinateur pour l’analyse des données.
Le long de l’axe optique du microscope se trouve un couple d’aimants montés sur un dispositif
qui peut être translaté et tourné. De cette façon, on contrôle la distance entre le capillaire et les
aimants, et donc la force d’étirement, mais on contrôle également la rotation des aimants par
rapport à l’axe optique et donc l’état d’enroulement de la molécule.
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FIG. 3.5 – Montage des pinces magnétiques utilisées. a) Image du microscope "artisanal" utilisé
dans les mesures. b) Zoom sur la platine où se trouve le capillaire. On peut voir que le capillaire est
connecté à deux réservoirs, utilisés pour introduire la solution ADN/billes, pour changer le tampon et
pour introduire les protéines. Au dessus du capillaire on peut voir les aimants.
Le capillaire (Fig.3.5b) dans lequel se trouvent les molécules d’ADN, est connecté à des
tubes qui permettent l’écoulement de tampons et l’injection du mélange bille-ADN ou des pro-
téines.
3.5.2 Molécule d’ADN utilisée
La molécule d’ADN que j’ai utilisée est obtenue par des techniques classiques de biologie
moléculaire. Il s’agit d’une molécule d’ADN linéaire obtenue par ligation de trois fragments
différents.
Le fragment central est obtenu par digestion d’unADNde plasmide. Cettemolécule d’ADN
provient de l’extraction de l’ADN d’une source d’E. coli transformée avec un plasmide dérivatif
de pSA509, qui m’a été donné par le pr. S. Adhya, et qui a une taille voisine de 3,6 kbp.
Les deux fragments constituant les extrémités sont synthétisés par PCR (la réaction de poly-
mérisation en chaîne) sur le même plasmide en présence d’oligonucléotides dUTPmarqués soit
par la digoxigénine, soit par la biotine. De cette façon, on obtient des amorces d’ADNmarquées
avec plusieurs biotines ou digoxigénines.
Apres digestion des amorces marquées et du plasmide (pour le protocole voir les annexes),
les trois fragments linéaires obtenus sont ligués entre eux pour former une molécule d’ADN de
près de 3.4 kpb.
3.5.3 Ancrage de la molécule sur les billes et sur la surface du capillaire
L’ancrage de l’ADN avec les billes se fait grâce à l’interaction biotine/streptavidine (Fig.3.6).
D’abord, des billes recouvertes de streptavidine sont incubées avec l’ADN marqué avec la
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FIG. 3.6 – Schéma de la stratégie d’ancrage de l’ADN. Une extrémité de l’ADN est marquée avec la
biotine, et l’autre avec la digoxigénine. L’interaction entre la biotine et la streptavidine fait que l’ADN
s’ancre spécifiquement à la bille magnétique fonctionnalisée avec de la streptavidine. L’extrémité de
l’ADN marquée avec la digoxigénine s’ancre de façon spécifique à la surface de verre d’un capillaire
fonctionnalisé avec l’antidigoxigénine. La présence de points multiples d’ancrage entre bille et surface
permet de contrôler la torsion de la double hélice de l’ADN.
biotine. L’extrémité marquée avec la biotine reconnait spécifiquement la streptavidine qui re-
couvre la surface des billes superparamagnétiques utilisées. Dans mes expériences, j’ai utilisé
des billes MyOne de 0.5 µm de rayon, commercialisées par Dynal.
Pour empêcher qu’il y ait plus d’une molécule d’ADN attachée à une même bille, lors de
l’incubation on utilise beaucoup plus de billes que de molécules d’ADN.
L’ancrage de la molécule d’ADN sur la surface du capillaire se fait par l’interaction entre
le couple digoxigénine/antidigoxigénine. En fait, les capillaires sont traités de façon à ce qu’ils
soient recouverts d’un anticorps contre la digoxigenine. Cette antidigoxigénine reconnait spé-
cifiquement la digoxigénine qui marque l’autre extrémité de l’ADN.
On laisse donc incuber le mélange billes/ADN dans un capillaire et après rinçage de ce
dernier, les billes accrochées par l’ADN à la surface restent dans les capillaires, de même que
les billes qui interagissent avec la surface de manière aspécifique.
3.5.4 Mesure du déplacement de la bille et de l’extension de la molécule d’ADN
L’acquisition de l’image permet de suivre en temps réel le déplacement de la bille dans le
plan xy. En fait l’image et le profil de la bille sont symétriques (Fig.3.7). Donc on peut utiliser
cette symétrie pour localiser le centre de la bille, et par corrélation du profil de la bille à un
certain temps t avec son symétrique par rapport à l’origine (défini par la position de la bille
à l’instant précédent t0) on peut suivre le déplacement ~d en temps réel avec une précision de
l’ordre de 10 nm. Pour suivre le mouvement dans la direction z (l’axe de la lumière), on utilise
une astuce. Le faisceau lumineux utilisé est faiblement focalisé au niveau de l’échantillon, ce qui
résulte en une éclairage quasi parallèle. En présence de cette lumière, on forme des anneaux
de diffraction autour des billes. Le profil des anneaux de diffraction varie en fonction de la
distance entre le point focal de l’objectif et la bille (Fig.3.8). On va donc construire un fichier
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FIG. 3.7 – Suivi de la bille en x et y. La symétrie de la bille permet de trouver facilement le centre de
la bille et la corrélation du profil de la bille permet de déduire le déplacement ~d de la bille en temps réel.
X
Y
Image de calibration Image à l'instant t
comparaison
Z
FIG. 3.8 – Suivi du mouvement de la bille en z. L’enregistrement du profil des anneaux de diffraction
en fonction du point de focalisation permet de former une image de calibration, qui est ensuite utilisée
pour déterminer la position de la bille à l’instant t, en comparant son profil par rapport au fichier de
calibration.
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FIG. 3.9 –Principe de la mesure de force. A` gauche) Les fluctuations thermiques déplacent la bille hors
de sa position d’équilibre, de telle sorte qu’une force de rappel δF ≈ Fδx/z due à la force magnétique
tend à la replacer à sa position initiale. A` droite) Position du centre de la bille dans la direction x et y
soumise à différentes forces de traction. Comme on peut le voir, les déplacements diminuent au fur et à
mesure que la force augmente, en accord avec l’eq. 3.5.
de calibration contenant les profils de diffraction pour différentes distances entre la bille et le
point focal. La comparaison, en temps réel, entre l’image de la bille et de son profil et les profils
des images de calibration permet de déduire la position en z de la bille avec une précision
équivalente à celle du suivi en x et y. On a besoin d’une référence absolue de la position de la
bille, qui est obtenue en laissant tomber la bille sur la surface en reduisant la force : F ≈ 0 pN.
On peut donc mesurer, de cette façon, l’extension de la molécule d’ADN en temps réel. Pour
éliminer les dérives thermiques lentes de la platine du microscope, on va suivre aussi une bille
accrochée à la surface de manière aspécifique. La différence entre la position des deux billes
nous donne directement le mouvement de la bille mobile sans les dérives.
3.5.5 Mesure de la force
Comme je l’ai déjà dit précédemment, on n’a pas besoin de faire de calibration pour effec-
tuer des mesures de force en utilisant les pinces magnétiques, parce qu’on déduit la force en
enregistrant les fluctuations browniennes de la bille. Le principe peut paraître compliqué, mais
l’idée est simple : plus on tire sur la molécule, moins la bille à laquelle elle est attachée peut fluc-
tuer librement, et inversement, si la force exercée sur la molécule est faible, la bille va beaucoup
fluctuer (Fig.3.9b). En fait, le système bille-ADN se comporte comme un pendule amorti de lon-
gueur 〈z〉 pour lequel la gravité a été remplacée par un gradient de champmagnétique. Dans ce
système, la force de Langevin (due aux chocs aléatoires desmolécules d’eau sur la bille) déplace
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la bille à chaque instant et fait donc fluctuer la bille par rapport à sa position d’équilibre d’une
quantité δx. A chaque instant, la bille est soumise à une force de rappel δFx ≈ Fδ/〈z〉 ≡ kxδx,
ou kx = F/〈z〉 est la raideur dans la direction x (transverse) du système(Fig.3.9a). Grâce au
théorème d’équipartition de l’énergie, on peut écrire : kx〈δx2〉/2 = kBT/2. On peut déduire la
force F appliquée et la constante de raideur kx en utilisant les fluctuations transverses 〈δx2〉 de




L’enregistrement des fluctuations dans la direction z (longitudinale) permet de connaître la
raideur dans cette direction (kz ≡ ∂F/∂z) grâce à cette relation :
1
2
kz〈δz2〉 = 12kBT. (3.6)
Le seul problème de cette mesure de force est qu’il faut faire des enregistrements très longs
des fluctuations transverses pour avoir une mesure précise. Pour être sûr de ne pas sous-
échantillonner la mesure des fluctuations, il est opportun d’analyser le signal de déplacement
dans l’espace de Fourier (ou des fréquences de fluctuations de la bille) ce qui permet une étude
plus complète et rigoureuse du mouvement de la bille et aussi d’accéder à des paramètres in-
observables dans l’espace direct.
La description du spectre de puissance des fluctuations de la bille |δx2(f)|, est identique à
celui d’un oscillateur amorti. On peut décrire dans l’espace de Fourier le spectre de puissance






où f0 = kx/(6pi2ηd) est la fréquence de coupure en Hertz, qui dépend de la taille de la bille
d, de la viscosité du milieu η et elle est proportionnelle à la raideur du système et donc à la
force appliquée. Mesurer f0 est très important et permet de vérifier si l’acquisition n’est pas
sous-échantillonnée (en vérifiant que la fréquence de coupure du système f0 est bien petite par
rapport à la moitié de la fréquence d’acquisition de la caméra vidéo ou fréquence de Nyquist
fNyquist, fNyquist = 25/2Hz  f0). On vérifie aussi que la durée de l’acquisition T est suffisam-
ment longue pour obtenir une estimation statistiquement robuste de 〈z〉 et surtout de 〈δx2〉,
soit f0T  1.
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3.6 Tethered Particle Motion ou TPM
Dans la technique TPM, un petit fragment d’ADN est attaché par une extrémité à une petite
bille en polystyrène, et par l’autre extrémité à la surface d’une lamelle de verre [246, 247]. Cette
technique ne permet pas demicromanipuler la molécule d’ADN,mais se limite à enregistrer les
fluctuations browniennes de la bille. Le principe de la mesure est le suivant : les changements
de longueur de la molécule d’ADN sont accompagnés par des changements d’amplitude du
mouvement de la bille qui peuvent être mesurés à partir de l’analyse des images digitales. La
position du centre de la bille peut être déterminée avec une résolution spatiale de l’ordre du
nanomètre et une résolution temporelle de l’ordre de la milliseconde, et permet de suivre les
trajectoires moléculaires [248]. La TPM a été effectuée aussi en utilisant des particules d’or et
des particules fluorescentes [249]. Les changements d’amplitude des fluctuations browniennes
servent comme senseur des changements conformationnels de la molécule d’ADN qui est at-
tachée à la bille. En fait l’amplitude des fluctuations browniennes dépend de la "End-to-End
distance" (distance bout-à-bout) moyenne, qui est proportionnelle à la "Contour Length" (la
longueur réel de la molécule), la constante de proportionnalité pouvant être déterminée pour
les conditions expérimentales utilisées [250].
Cette approche a été appliquée avec succès pour étudier l’élongation lors de la transcription
par l’ARN-polymérase [251, 250, 252, 253], pour analyser la cinétique de formation de la boucle
formée par le répresseur lac [240] et la translocation de l’ADN par l’enzyme RecBCD [239]
(Fig.3.10). La technique a été utilisée aussi pour suivre le mouvement de moteurs moléculaires
comme la kinésine [254] et aussi le mouvement des protéines membranaires [255, 256, 238].
3.6.1 Montage expérimental
Les échantillons bille-ADN ont été observés en utilisant un microscope à contraste inter-
férentiel différentiel (DIC). Dans notre cas, il s’agissait d’un microscope Leica DM LB, équipé
d’un objectif à immersion dans l’huile 100×, avec une ouverture numérique de 1.4 (N-Plan).
Les images ont été collectées avec une caméra vidéo CCD (CV-M10) qui avait une fréquence
d’acquisition de 25Hz. Toutes les images ont été enregistrées sur des cassettes vidéo et digitali-
sées avec un ordinateur (Fig.3.11).
3.6.2 Préparation des chambres de mesure et de l’ADN
Les micro-chambres, dans lesquelles les mesures ont été faites, ont été obtenues en utili-
sant des lames en verre porte-objets et des lamelles en verre couvre-objets (Fig.3.11b). Les deux
lames ont été assemblées en utilisant du ruban bi-adhésif et en délimitant un canal avec deux
lignes de silicone. Dans ce canal ayant un volume variable compris entre 7-15 µl, on va intro-
duire des billes attachées aux molécules d’ADN, des tampons et des protéines. La surface du
canal est recouverte d’antidigoxigénine et passivée avec de la BSA pour permettre l’ancrage de
l’ADN en empêchant les interactions non-spécifiques entre la bille et la surface (Fig.3.12). Les
molécules d’ADN utilisées (environ 800 bp) dans les expériences ont été produites par PCR,
en utilisant des primers marqués aux extrémités avec une biotine et une digoxigénine, en am-
plifiant un morceau d’ADN du plasmide pUC19. Toutes les expériences et les contrôles ont été
faites dans le tampon de la protéine ISWI (voir Annexes pour les protocoles).
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FIG. 3.10 – Schéma qui montre un exemple d’étude au niveau d’une seule molécule par la tech-
nique TPM de la translocation de RecBCD par le groupe de Gelles [239]. a) Une molécule d’ADN
de 1.3 - 1.5 kpb, fonctionnalisée avec une digoxigénine à une extrémité, a été accrochée à la surface d’un
capillaire recouvert d’antidigoxigenine. Une bille fonctionnalisée par la protéine RecBCD peut séparer
les deux brins d’ADN à l’extrémité et commencer à dégrader un des deux brins. b) Suivi de la dégrada-
tion d’ADN opérée par ce complexe, réalisé en suivant l’amplitude des fluctuations browniennes ainsi
que le profil de la bille.
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FIG. 3.11 – a) Le montage expérimental utilisé est un microscope à contraste interférentiel différentiel









FIG. 3.12 – Stratégie d’ancrage de l’ADN dans le canal de la microchambre. Les extremités d’une
molécule d’ADN sont fonctionnalisées par PCR par une biotine d’une part et une digoxigénine d’autre
part. Grâce aux liaisons spécifiques entre digoxigénine/antidigoxigénine et biotine/streptavidine, on at-
tache spécifiquement l’ADN à la bille et à la surface de la microchambre. La surface de la microchambre
est aussi fonctionnalisée avec de la BSA pour empêcher les interactions aspécifiques entre bille et surface.
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FIG. 3.13 – a) Image typique d’une bille obtenue par microscopie à contraste interférentiel différentiel
(DIC). b) Séquence d’images temporelles d’une bille fixe (*) et d’une bille mobile (←). c) L’analyse du
déplacement et de l’amplitude du mouvement brownien le long de l’axe x et y permet de vérifier si la
bille est accrochée à la surface par une seule ou plus d’une molécule d’ADN. A` gauche, on voit que le
déplacement est symétrique le long des deux axes (donc on a une seule molécule d’ADN qui ancre la
bille). A` droite, par contre on a un déplacement asymétrique le long des deux axes ce qui nous indique
que l’on a probablement plus d’une molécule d’ADN attachée à la bille.
3.6.3 Analyse des images
Les images des billes obtenues avec le microscope DIC, apparaissent comme une juxtaposi-
tion de deux moitiés d’un cercle blanc et noir (Fig.3.13a et b). Le programme qui traque la bille
(écrit par le chercheur Doriano Brogioli), cherche dans la région sélectionnée où se trouve la
bille d’intérêt, les points proches avec l’intensité lumineuse la plus élevée. Une fois cette opéra-
tion faite, il trouve le centre de la région. Le programme, après avoir fait la même chose pour la
région noire (région avec la plus faible intensité lumineuse), définit le centre de la bille comme
la moyenne des deux centres. L’erreur de cette méthode de suivi de la bille correspond à moins
d’un tiers de pixel, c’est-à-dire presque 20 nm. On utilise de faibles concentrations d’ADN pour
garantir statistiquement que les billes soient accrochées par une seule molécule d’ADN. Il est
cependant possible que certaines d’entre elles soient accrochées par plus d’une molécule. Pour
éliminer ces billes, on a utilisé un programme qui examine la symétrie du mouvement de bille.
La dimension de l’aire de la surface de mouvement de la bille est enregistrée chaque 4s. Cette
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FIG. 3.14 – Schéma qui montre la relation entre la distance bout-à-bout(E2E) et le déplacement
de la bille δx. On a que l’extension quadratique moyenne d’un polymère en solution est égale à la
relation suivante 〈δx2〉3D = 43ξl(1− (ξ/l)(1− e−l/ξ)) [257].
aire est caractérisée par un axe majeur et un axe mineur. Si la bille est attachée par une seule
molécule, les fluctuations browniennes le long des deux axes seront symétriques (Fig.3.13c et
d).
3.6.4 Calibration et mesure de la distance bout-à-bout (E2E)
L’amplitude du mouvement brownien de la bille est limitée par la longueur de la molécule
qui l’ancre à la surface et, vu que la molécule ne peut bouger qu’autour du point d’ancrage de
la double hélice, elle échantillonnera l’espace intérieur d’une hémisphère dont le volume est
determiné par la longueur de l’ADN auquel on doit ajoutèr le rayon de la bille. La distance
entre la position de la bille et les points d’ancrage de l’ADN à la surface représente l’amplitude
du mouvement de l’ADN. A` cause des fluctuations thermiques dues aux chocs aléatoires avec
les molécules du milieu, la molécule d’ADN qui ancre la bille à la surface de la microchambre
va adopter toutes les conformations possibles lui permettant de maximiser l’entropie. Si on
regarde en détail la distance entre les deux extrémités de la molécule d’ADN (distance bout-à-
bout ou l), on verra que cette distance changera dans le temps en oscillant autour d’une valeur
moyenne caractéristique des conformations les plus probables que la molécule d’ADN peut
adopter. Pour déterminer la variation de l’end-to-end distance E2E de l’ADN qui lie la bille à
la surface, on a utilisé l’équation donnée par Rivetti et Bustamante [257] qui met en relation la
longueur l d’un polymère en solution avec le déplacement quadratique moyen de la bille en
trois dimensions 〈δx〉3D :
〈δx2〉3D = 2ξl(1− (ξ/l)(1− e−l/ξ)). (3.8)
Dans la limite l >> ξ on retrouve le résultat connu pour le rayon de gyration d’un polymère,
< r2σ >=< δx
2 > + < δy2 > + < δz2 >= 6ξL. Dans toutes les expériences de TPM, on regarde
la projection du déplacement sur le plan focal du microscope donc, à l’équation 3.8, on va
rajouter le facteur de correction :
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FIG. 3.15 – Courbe de calibration obtenue en mesurant l’amplitude des fluctuations brow-
niennes en fonction de la taille de la molécule d’ADN. Les points expérimentaux sont en accord
avec le fit obtenu avec le modèle du ver (WLC).
〈δx2〉projection = 23〈δx
2〉3D. (3.9)
Il est possible de mettre en relation l’amplitude du mouvement δx de la bille avec la taille
de l’ADN qui l’ancre à la surface en calibrant les fluctuations browniennes de plusieurs billes
accrochées avec desmolécules d’ADNde taille différente. Comme on peut le voir dans la Figure
3.15, l’amplitude des fluctuations browniennes observées est en accord avec la courbe théorique
obtenue en modélisant l’ADN avec le modèle du ver, ou worm like chain model (WLC).
3.7 AFM
La microscopie électronique et la cryo-microscopie électronique permettent de visualiser
des molécules d’ADN et d’étudier leur conformation en deux dimensions. Ces techniques, par
leur excellente résolution, permettent d’obtenir des détails fins sur des caractéristiques topo-
logiques de l’ADN ou sur l’interaction ADN/protéines. En contrepartie, elles peuvent entraî-
ner des artefacts liés aux traitements successifs nécessaires à la préparation des échantillons.
Elles permettent d’obtenir seulement des informations sur la composition et la structure mi-
croscopique de la surface de l’échantillon, mais pas une réelle reconstitution topographique
tridimensionnelle de la surface. La tridimensionnalité de certaines images en littérature est due
à un traitement des images obtenu avec l’ordinateur.
L’invention de l’AFM en 1986 [258], appelé aussi microscope à force atomique, a doté les
biologistes d’une nouvelle méthode pour étudier et caractériser l’interaction ADN/Protéines.
L’imagerie par microscopie à force atomique (AFM) permet également d’obtenir des images
des molécules d’ADN isolées accrochées sur une surface. L’avantage, par rapport à la micro-
scopie électronique, est que la technique est peu invasive, donc les sources d’artefacts sont plus
limitées. En plus, l’analyse peut s’effectuer en milieu aqueux.
Le Microscope à Force Atomique fait partie de la famille des microscopes à champ proche
(scanning probe microscope ou SPM) qui sont capables de reconstituer la surface d’un solide
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avec une résolution atomique grâce à une pointe de dimension sub-micrométrique qui va ba-
layer la surface en maintenant une distance de quelques Åavec celle-ci. Dans le microscope à
Force atomique (AFM), on a pour élément de base une pointe au bout d’un microlevier dont la
déplétion est proportionelle à la force d’attraction (ou de répulsion) avec la surface. En gardant
cette force constante (par un circuit de rétroaction approprié), on a accès à un relevé topogra-
phique de la surface avec une résolution de l’ordre du nm (Fig. 3.16).
La pointe de l’AFM est typiquement faite de Si ou de Si2N3. Un faisceau laser est focalisé sur
le microlevier, le rayon réfléchi est détecté par une photodiode. Les changements de réflection
du faisceau laser sont utilisés pour déduire la déflection verticale du cantilever pendant le
balayage de la surface, due à son interaction avec la surface. Des déflections du levier de 0.01nm
peuvent être détectées [259, 260].
Les cantilevers utilisés ont une constante de raideur k permettant de répondre à des forces
de flexion entre 10−8 − 10−11N . La constante de raideur dépend du matériel, de la forme et de
la dimension du levier utilisé. Généralement, pour les cantilever commerciaux, k varie entre
10−3 − 10N/m et ils ont une fréquence de résonance comprise entre 1− 100kHz.
Le balayage de la surface peut se faire selon trois modes principaux. Dans le mode "contact",
on impose une déflection du cantilever constante (F = const). La pointe est toujours en contact
avec la surface et on fait varier, par une boucle de rétroaction, la distance entre pointe et sur-
face de façon à garder la déflection du cantilever constante. Les forces générées dans ce mode
peuvent varier entre 1 et 10 nN, ce qui correspond à des valeurs de force élevées. Les images
obtenues sont très stables, mais les forces de compression et de cisaillement générées peuvent
endommager l’échantillon. Ces forces empêchent aussi l’acquisition d’images d’échantillons
qui sont liés faiblement à la surface comme l’ADN. En effet les forces générées dans ce mode
peuvent déplacer l’échantillon (e.g. l’ADN) en donnant un signal erroné de la surface.
Dans le mode "non-contact", on garde constante l’amplitude des oscillations du cantilever
(∂F/∂z = constant) pendant le balayage. Cettemodalité donne des imagesmoins stables que la
modalité "contact" et elle n’a pas été utilisée (jusqu’à ce moment) pour étudier des échantillons
biologiques.
Le troisième mode, dit "tapping mode", est un mélange entre les deux modes précédents.
Le cantilever oscille à une fréquence d’une centaine de kiloHertz pendant qu’il balaie la surface
avec de grandes amplitudes d’oscillation. La pointe touche, donc, périodiquement la surface.
La durée très courte du contact avec la surface minimise le temps d’interaction et réduit les
dégâts causés aux échantillons.
Plusieurs protocoles pour la préparation d’échantillons biologiques ont été développés ces
dernières années. Généralement le substrat à utiliser pour faire le dépôt des échantillons et pour
obtenir une bonne image doit être extrêmement plat, avec une rugosité moyenne inférieure à
0.5 nm. En particulier, le choix du substrat est fondamental pour la visualisation de biomolé-
cules comme l’ADN qui a une hauteur de seulement 2 nm, mais avec un contraste typique de
0.5− 1 nm. Les substrats les plus communs sont le mica, le graphite, le mica recouvert d’or, le
verre et des wafers de silicium traités mécaniquement. Pour le dépôt des molécules d’intérêt,
sur un substrat, deux groupes de techniques sont utilisés. Le premier utilise une immobilisa-
tion non-covalente, basée sur une adsorption physico-chimique des molécules sur la surface.
Le substrat, pour ce type d’immobilisation et en particulier pour l’immobilisation de l’ADN,
est généralement du mica qui peut être modifié facilement. Le second groupe implique une
immobilisation covalente [261, 262].
Le mica est un substrat qui présente une surface plate à l’échelle atomique et qui peut être
facilement et économiquement préparé. Il fait partie d’un groupe de minéraux qui contient du
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FIG. 3.16 – Schéma qui montre la technique AFM. a) Une pointe très fine balaie une surface (sur
laquelle se trouve l’échantillon d’intérêt). La pointe est montée sur un cantilever. Les déflections du can-
tilever, dues à l’interaction pointe-surface, sont suivies grâce à la réflection d’un faisceau laser détectée
par une photodiode. b) Photo d’une pointe utilisée pour l’AFM.




FIG. 3.17 – Schéma qui montre certains facteurs qui déterminent la résolution spatiale du mi-
croscope AFM. Si on a deux objets ponctuels à une certaine distance, l’image obtenue ne sera pas
ponctuelle, mais aura un profil qui sera le profil inversé de la pointe (convolution). Donc la résolution
du microscope ne dépend pas seulement de la distance entre les deux objets, mais aussi de la différence de
hauteur entre ceux-ci. Ceci est présenté ci-dessus : dans les cas a) et b) deux objets sont placés à la même
distance l’un de l’autre mais ces objets ne se trouvent bien résolus en AFM que dans le cas a) où ils se
trouvent avoir la même hauteur. Dans le cas b), la différence de hauteurs entre les deux objets fait perdre
en résolution.
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FIG. 3.18 – Convolution et dimension de la pointe. L’image de la surface obtenue n’est pas toujours
une image totalement réelle de la topographie de la surface, ceci est dû à l’effet de convolution introduit
par la pointe. On peut, par contre, essayer d’améliorer l’image en réduisant la dimension de la pointe
comme on peut le voir dans les images en bas : une pointe petite arrive à "voir" plus de détails par rapport
à une pointe plus épaisse.
SiO4 sous forme lamellaire. Il est possible de cliver le mica en obtenant des surfaces atomique-
ment plates qui présentent des charges négatives [262].
Pour y absorber l’ADN (lui même négativement chargé) on doit donc traiter le mica pour le
recouvrir de charges positives. Il est possible d’utiliser des détergents cationiques, de la sper-
mine, de la spermidine, des ions Mg++ ou de la poly-L-ornitine.
Différement des autres microscopes (optique, SEM, etc.), la résolution spatiale dépend des
caractéristiques de l’échantillon [263], mais aussi de la forme de la pointe utilisée et en particu-
lier sa largeur [264].
Si on regarde un objet ponctuel, la forme obtenue avec l’AFM ne sera pas ponctuelle mais
aura plutôt un profil qui sera l’inverse du profil de la pointe utilisée, phénomène que l’on
appelle convolution de l’objet. La résolution d’un AFM va dépendre également de la distance
entre deux objets différents et surtout de la différence de hauteur entre deux objets proches
(Fig.3.17).
A` cause du phénomène de convolution, le profil topographique de la surface n’est pas une
reproduction fidèle de celle-ci (Fig.3.18). On peut essayer de réduire ce problème en utilisant
des pointes avec des rayons de courbure petits. Pour les mesures faites avec l’ADN, le rayon
de courbure des pointes utilisées est généralement inférieur à 5 nm.
Un autre paramètre qui influence la formation des images est l’interaction entre la pointe
et l’échantillon. Ainsi, quand on image dans l’air, les forces capillaires d’attraction (force de
Laplace) dues au film d’eau entre la pointe et l’échantillon peuvent générer des forces d’attrac-
tion gigantesques à cette échelle qui peuvent atteindre jusqu’à une centaine de nN [264, 265,
259, 266]. On peut contrôler et réduire ces forces à 1-10nN en contrôlant l’humidité de l’air. Les
forces attractives de type Van derWaals peuvent aussi être équilibrées par des forces répulsives
85




FIG. 3.19 – Exemples de systèmes ADN/protéines étudiés avec l’AFM. a) Interaction entre l’ARN-
Polymérase, le facteur σ, la protéine Greek54 et le facteur NtrCD par formation d’une boucle d’ADN
[268]. b) Deux images qui montrent des complexes RecA/ADN qui se forment et recouvrent lentement
un plasmide. Ces deux images sont prises après 30 (à gauche) et 45 minutes (à droite) [269]. c)Boucle
d’ADN formée par les protéines GalR et HU dans le promoteur du galactose [270]. d) ADN avec des
nucléosomes qui montre la structure en collier de perles [271]. e) La translocation de l’ADN par l’enzyme
de restriction EcoR124I [272].
électrostatiques entre les atomes de l’échantillon et ceux de la pointe [267].
Ces dernières années, les techniques basées sur l’AFM ont été utilisées pour imager les
surfaces cellulaires. L’AFM est pour le moment la seule technique qui permette d’imager la
surface d’une cellule vivante à haute résolution et en temps réel. L’AFM a aussi été utilisé pour
étudier la croissance cellulaire, les événements de bourgeonnement et les changements de la
morphologie de la surface après un traitement avec des agents externes (enzymes ou antibio-
tiques). L’AFM est aussi une bonne méthode pour explorer les membranes, et en particulier
les membranes recouvertes de protéines. Des changements conformationels de protéines sur
ce substrat peuvent être facilement résolus [273]. L’AFM a été utilisé pour tirer sur la chro-
matine, et déterminer les forces nécessaires pour casser la liaison entre ADN et histones. Il
a aussi été utilisé pour caractériser la géométrie et les relations spatiales de plusieurs com-
plexes nucléo-protéiques aussi bien spécifiques que non-spécifiques [274, 275, 276, 277] et des
protéines qui induisent une courbure dans l’ADN [278], ou un changement de son degré d’en-
roulement [279, 280].
3.7.1 Montage expérimental
Le microscope utilisé pour prendre les images est un microscope Multimode Nanoscope
IV de Digital Instruments. Toutes les images sont prises dans l’air. Pour contrôler l’humidité
de l’air, le microscope a été mis dans une chambre en plexiglas, dans laquelle règne une at-
mosphère saturée en azote permettant d’éliminer chaque trace d’eau de la surface de mica et
de réduire ainsi la force de Laplace entre pointe et échantillon, ce qui améliore les images ob-
tenues [281]. Les images ont été acquises en "tapping-mode", avec une fréquence d’oscillation
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FIG. 3.20 – Le microscope Multimode Nanoscope IV de la Digital Instruments utilisé pour
obtenir les images.
comprise entre 200 − 400 kHz et une amplitude d’oscillation de 5 − 10 nm. La vitesse de ba-
layage était de 1.35 Hz à 1.48 Hz. La dimension des images prises était de 500× 500 nm, 4× 1
µm, 3×1 µm, 2×1 µm et 1×1 µm, avec une résolution de l’ordre de 512×512 points, 4096×1024
points, 3072× 1024 points, 2048× 1024 points et 1024× 1024 points.
3.7.2 Dépôt d’ADN sur le mica
Une goutte de solution contenant de l’ADN dilué, seul ou incubé avec la protéine, est dé-
posée sur le mica fonctionnalisé. Le mica est fonctionalisé avec de la poly-L-ornitine (Sigma St.
Louis, MO) ayant un poids moléculaire de 35000 Da. La poly-L-Ornitine est un polypeptide
chargé positivement avec une moyenne de 300 charges positives par molécule. La concentra-
tion de polyornitine utilisée est de 10 ng/ml. C’est un bon substrat pour le dépôt de l’ADN,
parce qu’il permet une liaison stable avec un bon contraste et une rugosité moyenne égale à 0.15
nm. La molécule d’ADN utilisée est obtenue par PCR sur une molécule de 891pb. Le processus
de transfert de l’ADN à la surface est gouverné par la diffusion. La fraction de molécules qui se
lie à la surface nF (t) à un temps t croit comme
√
t. Il est donc possible de contrôler le nombre de
molécules déposées sur la surface. Le mica est ensuite rincé avec de l’eau doublement distillée
qualité HPLC. Pour le protocole détaillé de dépôt de l’ADN, voir les annexes.
3.7.3 Analyse des images
Pour éliminer la courbure de l’image (due aux non-linéarités du balayage) et pour améliorer
le contraste et diminuer le bruit, les images AFM sont "aplaties" en soustrayant une courbe de
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FIG. 3.21 – Schéma qui montre la fonctionnalisation du mica utilisé pour déposer les molécules
d’ADN. Le mica clivé (chargé négativement) est recouvert de poly-L-ornitine (qui présente en moyenne
300 charges positives par molécule). De cette façon, on forme une couche de charges positives sur laquelle
les molécules d’ADN peuvent facilement venir se fixer.
FIG. 3.22 – Analyse de la longueur d’une molécule d’ADN. On suit le contour de la molécule (tracé
avec le programme open source ImageJ). La longueur de contour des molécules d’ADN ainsi estimée est
ensuite analysée de façon statistique.
premier ou de deuxième degré de chaque ligne de l’image. Ces images corrigées sont ensuite
analysées avec le programme open source ImageJ. Ce programme permet de déterminer le
contour des molécules d’ADN et leur longueur. L’histogramme répresentant la distribution des







Étude des mécanismes d’action des
facteurs de remodelage RSC et ISWI
Les études biochimiques effectuées en volume ont montré que les facteurs de remodelage
de la chromatine peuvent influencer la position des nucléosomes le long de lamolécule d’ADN,
transférer les octamères d’histones d’une molécule d’ADN à une autre, et générer tout une sé-
rie d’intermédiaires de la chromatine remodelée. Si certaines conséquences de cette activité
(comme la translocation et l’introduction de torsion dans l’ADN) commencent à être caracté-
risées, le vrai mécanisme d’action de cette famille de protéines reste largement inconnu. Les
expériences en molécule unique, utilisant des techniques de micromanipulation telles que les
pinces magnétiques, ou des techniques de visualisation comme l’AFM, offrent une nouvelle
approche pour étudier le fonctionnement mécanique et cinétique de ces enzymes. Dans la pre-
mière partie de ce chapitre nous revenons sur le formalisme topologique et le comportement de
l’ADN sous torsion. Ceci facilitera l’analyse et la compréhension des données expérimentales
preséntées en deuxième partie de ce chapitre.
4.1 Formalisme topologique
On sait depuis 1953 que la molécule d’ADN en solution est composée de deux brins qui
s’enroulent pour former une hélice droite caractérisée par un pas hélical de 10.5 paires de base
correspondant à une distance de 3.6 nm. Le fait que les deux brins d’ADN sont enroulés l’un
autour de l’autre implique qu’il est impossible de les séparer sans introduire de coupures dans
leur squelette sucre-phosphate et forcer le passage d’un brin à travers l’autre. On peut définir
l’indice d’enlacement de la molécule (ou linking number Lk comme le nombre de fois qu’il faut
couper la molécule d’ADN et effectuer le passage des brins qui constituent la molécule d’ADN
pour arriver à les séparer (voir Fig.4.1). On dit que la molécule d’ADN est dans un état relâché





où N est le nombre de paires de base de la molécule et h le pas hélical de la molécule.
Pour caractériser l’état d’enroulement d’une molécule d’ADN, deux grandeurs entrent en
compte : la torsade ou Twist TW et la vrille ou Writhe Wr. La torsade représente le nombre
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FIG. 4.1 – Schéma montrant une molécule d’ADN circulaire ayant un indice d’enlacement Lk0
égal à 6. Une valeur de Lk0= 6 signifie que la molécule d’ADN a 6 tours hélice double brin ou 6
croisements hélice. Si on veut séparer les deux brin de cette molécule d’ADN, on doit effectuer 6 fois une
cassure d’un des deux brins de la molécule, forcer ensuite le passage de l’autre brin d’ADN par la cassure
et liguer enfin le brin cassé.
de tours qu’effectue un simple brin d’ADN autour de l’autre brin. Pour une molécule d’ADN
relaxé, le TW est égal au nombre d’enlacement Lk0 :




où TW0 s’appelle la torsade spontanée de la molécule d’ADN.
La vrille représente le nombre de croisements de l’axe de la molécule avec lui-même. Elle
mesure les structures tertiaires de la molécule. Pour une molécule relâchée,Wr = 0.
En 1969, White a démontré (théorème de White) que le nombre d’enlacement Lk est un
invariant topologique qui comptabilise le nombre total de croisements des deux brins de la
molécule [282] :
Lk = TW +Wr. (4.3)
Un ADN est dit surenroulé lorsque Lk 6= Lk0, c’est à dire lorsque la molécule présente un
excès ou un déficit d’enlacements par rapport à sa forme torsionellement relâchée. La variation
du nombre d’enlacements de la molécule est donc donnée par la relation suivante :
∆Lk = Lk − Lk0 = ∆TW +Wr. (4.4)
En normalisant par rapport au nombre d’enlacements naturels de l’ADN (Lk0), on obtient
la densité de surenroulement σ :
σ ≡ ∆Lk/Lk0. (4.5)
Cette façon de normaliser le nombre d’enlacements d’un ADNpermet de comparer des mo-
lécules de longueurs différentes. σ est positif lorsque l’ADN est surenroulé et négatif lorsqu’il
est sousenroulé.
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FIG. 4.2 – Schéma démontrant les effets induits par un changement de l’indice d’enlacements
(Lk) dans la molécule d’ADN. Si on enlève 2 tours d’hélice à une molécule circulaire, on aura dans la
molécule une variation de Lk égale à 2. D’après le théorème de White, on peut répartir cette variation
entre la torsade et dans la vrille de l’ADN. On peut donc former une molécule d’ADN surenroulé avec
un réduction de la torsade de deux unités (I) ou une augmentation de la vrille de l’ADN de la même
quantité (II).
L’ADN est généralement superenroulé in vivo, ayant un σ compris entre -0.03 et -0.09 [283]
(Fig.4.3).
Le nombre d’enlacements est un invariant du système. Si des tours sont introduits (ou en-
levés) dans une molécule d’ADN, le changement topologique intervenant dans la molécule se
répartit entreWr et TW (voir Fig.2). Un changement dans l’un implique un changement com-
pensatoire dans l’autre comme expliqué dans la figure 4.2. En étudiant des molécules d’ADN
sur des clichés de microscopie électronique, on a pu évaluer que le rapport ∆TW /Wr vaut
environ 1/3 [284].
4.2 Comportement de l’ADN sous torsion
Les formules présentées précédemment s’appliquent généralement aux molécules d’ADN
circulaires. Mais elles peuvent être appliquées également au cas de molécules d’ADN linéaires,
si leurs extrémités sont bloquées en rotation. C’est le cas des molécules d’ADN utilisées dans
certaines expériences de micromanipulation par pinces magnétiques. Dans celles-ci les molé-
cules d’ADN sont ancrées en de multiples points à une surface de verre d’une part et à une
bille magnétique d’autre part. Elles sont donc bloquées en torsion. L’indice d’enlacements est
contrôlé par le nombre de tours de rotation (n) de la microbille : ∆Lk = n.
Le comportement de molécules d’ADN micro-manipulées en torsion a été décrit dans plu-
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FIG. 4.3 – Clichés de microscopie électronique montrant deux molécules d’ADN circulaires ex-
traites d’E coli. Si on observe l’ADN après extraction, on remarque deux états topologiques différents :
un ADN relâché suite à une cassure simple brin et un ADN sousenroulé caractérisé par la présènce de
plectonèmes.
sieurs travaux [235, 285]. Je rappellerai ici quelques idées essentielles pour comprendre les
transitions structurelles induites par l’introduction de torsion dans les expériences de micro-
manipulation.
Dans la figure 4 on peut voir des courbes typiques d’extension en fonction du nombre de
tours n obtenus à différentes forces. On peut expliquer le comportement de chaque courbe en
considérant le théorème de White (eq.4.4).
A basse force (<0.5pN), on observe des réductions rapides et régulières de la longueur de
la molécule d’ADN qui s’expliquent par la formation de plectonèmes, structures observées par
microscopie électronique sur des plasmides sousenrenroulés (Fig.3). Ces plectonèmes sont des
structures qui permettent d’emmagasiner la contrainte de torsion sous forme de vrillage Wr.
Ainsi, l’excès (Lk > Lk0, n > 0) ou le déficit (Lk < Lk0, n < 0) de supertours est emmagasiné
dans ces plectonèmes où l’ADN est courbé plutôt que tordu.
Si on monte en force (F > 1 pN) ces courbes deviennent asymétriques : l’extension de
l’ADN ne se réduit plus lorsque la molécule est sousenroulée (∆Lk < 0). Il n’y a donc pas
formation de plectonèmes, et Wr ≈ 0. Par conservation du nombre d’enlacement, on peut en
conclure que ∆Tw < 0. L’accumulation de tours négatifs dans la molécule favorise l’ouverture
de la double hélice en formant des bulles de dénaturation localisées dans les régions riches en
AT de l’ADN. Par contre en surenroulant la molécule d’ADN (∆Lk > 0), on observe toujours
une réduction de extension de l’ADN passé un certain nombre de tours : nC . Pour n < nC on a
un régime ou le système est soumis à une torsion pure ∆Tw > 0. Dans ce régime chaque tour
change le nombre d’enlacements en augmentant le nombre de torsade TW et en accumulant
de l’énergie de torsion. Au delà d’un certain seuil de tours introduits nC (valeur qui dépend
de la force appliquée sur la molécule d’ADN), la molécule flambe. Après le flambage l’exten-
sion décroit linéairement avec le nombre de tours introduits. Au delà du seuil de flambage, la
molécule d’ADN forme à chaque tour un plectonème qui réduit l’extension de la molécule (en
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FIG. 4.4 – Extension d’une molécule d’ADN en fonction du nombrre de tours imposés à l’ADN
par rotation de la bille à différentes forces (ADN-λ : 48 kb). Points rouges : F = 0.2 pN. L’extension
décroît symétriquement pour n > 0 et n < 0. La molécule forme des plectonèmes. Points verts : F = 1.2
pN. L’extension diminue lorsque n > 0 mais reste constante pour n < 0. Dans ce dernier cas, l’ADN
se dénature localement et forme des bulles d’ADN simple brin. Points bleus : F = 8 pN. L’extension
de l’ADN ne varie pas beaucoup dans ce domaine. L’ADN surenroulé forme des structures localisées
appelées ADN-P[286].
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FIG. 4.5 – Principe de la mesure avec les pinces magnétiques Avec les pinces magnétiques, on me-
sure l’extension de la molécule d’ADN au cours du temps. Si l’enzyme transloque la molécule d’ADN, il
formera au cours du temps des boucles d’ADN qui réduiront l’extension de l’ADN d’une quantité égale
à la taille de la boucle. Si la translocation introduit aussi de la torsion, en utilisant des molécules d’ADN
nickées, et donc insensible à la torsion (schéma de gauche), il sera possible d’étudier seulement la trans-
location de l’enzyme. Si on utilise des molécules sensibles à la torsion (schéma de droite), une éventuelle
introduction de torsion pendant la translocation d’ADN conduira à la formation de plectonèmes dans la
molécule qui réduiront l’extension de l’ADN d’une valeur égale à la taille des plectonèmes formés.
variant ainsi le nombre d’enlacements par l’introduction de vrilles) et on a donc Wr > 0. La
pente de la courbe, dans ce régime, donne la taille du plectonème.
A force élevée (F > 5 pN), le sousenroulement provoque encore l’apparition de bulles de
dénaturation. De plus, on remarque que l’ADN surenroulé à cette force ne se contracte pas et
donc Wr ≈ 0. L’existence d’une région hypertorsadée, baptisée ADN-P, a été confirmée par
l’expérience de J-F Allemand [286].
Ces résultats montrent que la structure et la géométrie de l’ADN sont grandement affectées
par la torsion qu’on lui applique. L’extension de la molécule d’ADN, à une force donnée, est
directement reliée à n (≡ ∆LK). Avec les pinces magnétiques nous pouvons imposer et mesurer
en permanence l’état de super-enroulement d’unemolécule d’ADN. Elles sont donc l’outil idéal
pour étudier les enzymes qui modifient la topologie de l’ADN (même de façon transitoire).
Comme nous le verrons par la suite ceci nous a permis d’étudier en détail l’introduction de
torsion induite par la translocation de facteurs de remodelage de la chromatine.
4.3 Micromanipulation d’une seule molécule d’ADN
Dans notre montage expérimental, on mesure en temps réel l’extension d’une molécule
d’ADN. L’expérience "typique" est celle de suivre la longueur d’une molécule d’ADN en impo-
sant la force et le degré de super-enroulement (si la molécule choisie est sensible à la torsion).
Si l’action de la protéine d’intérêt produit un changement de longueur de la molécule d’ADN,
ce changement peut être observé en temps réel, enregistré et étudié de façon statistique. Les
changements introduits par la protéine peuvent être mis en relation avec la force appliquée
sur la molécule d’ADN, le degré de torsion, la présence (ou l’absence) d’un cofacteur, etc. L’ac-
tion d’une protéine peut être étudiée soit en utilisant des molécules d’ADN nickées (avec une
cassure simple brin, ce qui rend la molécule insensible à la torsion appliquée), ou bien en tra-
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vaillant avec des molécules d’ADN enroulables (molécules d’ADN intègres). Ces dernières per-
mettent d’étudier également l’action de protéines qui changent la topologie de l’ADN comme
les topoisomérases, ou comme dans notre cas les facteurs de remodelage de la chromatine. Le
principe de la mesure effectuée est illustré dans la figure 4.5.
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4.4 Article : Direct observation of DNA distorsion by the RSC chro-
matin remodeling complex
L’article qui suit présente une étude détaillée du mécanisme d’action du complexe de la
levure RSC effectué en utilisant de l’ADN nu (sans histones). Les mesures ont été effectuées
pour la plupart à force suffisamment faible (typiquement 0.2 < F < 1.2pN ), pour ne pas
contrecarrer l’action de la protéine, mais suffisamment forte pour limiter le bruit expérimental.
Toutes les mesures ont été effectuées dans le même tampon et à la même concentration de
protéines.
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4.4.1 "Direct observation of DNA distorsion by the RSC chromatin remodeling
complex"
Direct observation of DNA distortions by the RSC chromatin
remodelling complex
G.Lia(1), E.Praly(1), H.Ferreira(3), C.Stockdale(3), Y.C.Tse-Dinh(5),
D.Dunlap (2), V.Croquette (1), D.Bensimon (1) and T.Owen-Hughes (3)
(1) LPS, ENS, UMR 8550 CNRS, 24 rue Lhomond,
and Dept. of Biology ENS, 46 rue d’Ulm, 75 231 Paris Cedex 05
(2) San Raffaele Institut, 20132 Milan, Italy
(3) The Division of Gene Regulation, School of Life Sceinces,
Univ. of Dundee, Dundee DD1 5EH, UK
(4) Department of Biochemistry and Molecular Biology,
New York Medical College, Valhalla, New York 10595
Abstract
The Snf2 family of proteins defines a broad class of enzyme involved in the manipulation of DNA.
Here we use a magnetic trap to monitor in real time the action on a single DNA molecule of a
member of this class: the RSC complex. RSC causes defined ATP-dependent transient shortenings
in DNA length. Similar shortenings were also seen in AFM images of RSC·DNA complexes. These
observations suggest the ATPase motor within the RSC complex translocates hundreds of base
pairs of DNA in a couple of seconds resulting in the formation of a loop whose size is dependent
on both the force applied to the DNA and the ATP concentration. The majority of loops, decrease
in size at a rate similar to that at which they are formed suggesting that the motor has the ability
to translocate in different directions. Loop formation was also associated with the generation of
unconstrained negative DNA supercoiling. These observations support the idea that the ATPase
motors of the Snf2 family of proteins act as DNA translocases that are specialised for the generation
of transient distortions in DNA structure.
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The Snf2 family of proteins contains distinctive helicase motifs that are shared by mem-
bers of the Superfamily II (SFII) grouping of helicase related proteins. SFII includes bonafide
double stranded DNA translocases such as the DNA translocating subunits of type I restric-
tion enzymes [1], raising the possibility that the helicase motifs within the Snf2 protein
family also function in this way. Consistent with this hypothesis, Snf2 family members have
been found to alter DNA topology and displace triplex forming oligonucleotides from DNA
[2–5]. In order to more directly monitor the action of a Snf2 family member, we have studied
the action of the RSC chromatin remodelling complex [6] on single DNA molecules using
an approach similar to one that has previously proven to be effective in the study of DNA
helicases [7] and topoisomerases [8]. This involves the tethering of a 3.6 kbp DNA at one
end to a glass slide and at the other to a magnetic bead. Magnets can then be used to
set the force stretching the molecule and twist it. Video microscopy is used to monitor the
position of the bead and provide a real time measurement of the distance of the bead from
the glass surface (Schematically illustrated in Fig.1A).
In the absence of RSC, a single nicked DNA molecule undergoes restricted Brownian
fluctuations (Fig.1B, Trace A). In the presence of RSC and ATP, transient reductions in the
length ln of the molecule were observed (Fig.1B, Trace B and Fig.1C, bursts 1 and 2). This
change in extension δln was gaussian distributed (see Fig.1D) and occured within a time
τon that was exponentially distributed (see Fig.1E). At 100µM ATP and F = 0.3 pN, we
observed an average decrease in extension of 106 ±7nm (N = 250 events) corresponding to
approximately 440 base pairs. ATP was required for these shortenings to be detected and
increasing the ATP concentration led to larger δln (see Fig.2A) .
Two major classes of shortening events were observed. In approximately 40% of events
the reduction in the length of the DNA fragment was followed by a return to the original
extension that occurred too quickly to be measured using this set-up (e.g. Fig.1C, burst 1).
In the remaining 60% of events the molecule returned to its original length within a time
τoff similar to τon (e.g. Fig.1C, burst 2). This suggests that both τon and τoff correlate
with translocation by the ATPase motor. This could either occur as a result of a reversal
in the orientation of translocation by a single motor (illustrated in Fig.7) or as a result of
the concerted action of a complex comprising of two or more motors. Both the RSC and
SWI/SNF complexes contain single copies of their catalytic Sth1 subunits [4, 9] meaning that
if two motors were involved, two complexes would need to associate with the DNA molecule.
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FIG. 1: Loop extrusion by RSC on a nicked DNA molecule. A) A single DNA is anchored at one
end to a glass surface and at the other to a magnetic bead that is pulled by small magnets placed
above the sample. We monitor the molecule’s extension ln at a fixed force (F ≈ 0.3pN) and fixed
[ATP] = 100 µM . Binding of RSC to DNA decreases its extension by δln. B) Time traces of the
variation in DNA’s extension without RSC (Trace A) and in the presence of RSC (Trace B) (non-
averaged raw data (green) and averaged over 1 sec.(red)). C) Zoom on two different types of events
observed with RSC (raw data (green), averaged over 1 sec.(red) and polygonal fit (black) from which
we deduce δln, τon and τoff ; see supplementary materials for data treatement). Burst 1, a slow
decrease of the extension, followed after a short pause by a quick return to the original extension:
δln=194.3nm, τon=2.34s, τoff=0.04s. Burst 2, a slow decrease of the extension, followed after a
pause by a slow return to the original length: δln=46.4nm, τon=0.75s, τoff=0.99s. D) Histogram
of the change in extension δln (N = 250 events). A gaussian fit yields: < δln >= −106 ± 7 nm.
E) Cumulative probability distributions of τon and τoff for all bursts. The data for the on-times
were fitted by: Pon(t > τ) = exp(−τ/τon) with τon = 1.26 ± 0.11s. The off-time data were fitted
by: Poff (t > τ)=(1− p) exp(−τ/τoff ) + pδ(τ = 0) with τoff = 0.91± 0.15s and p ≈ 40 %; p is the
fraction of events with an off-time below the temporal resolution of our set-up (∼ 0.5sec).
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FIG. 2: Dependence of δln A) on ATP concentration at fixed force F = 0.3 pN and B) on stretching
force F at fixed [ATP]=100µM. At large forces (F > 1 pN) the decrease in extension δln is
overestimated, since we only record the few events with a size clearly larger than the noise level
(with standard deviation σn ∼ 15 nm). The error bars correspond to the standard deviation of the
distribution of δln values.
To disfavour this, all measurements were made under conditions in which shortenings were
infrequent. However, as it is not possible to directly measure the number of RSC complexes
acting on a DNA molecule, we decided to investigate the effect of the RSC complex on linear
DNA by Atomic Force Microscopy (AFM).
Fig.3 A, B and C show representative AFM images of respectively free RSC complex,
free linear DNA and RSC complexes bound to DNA. The average diameter and maximal
height of the RSC·DNA complexes were found to be identical to the values obtained for free
RSC (Fig.3D) providing strong evidence for the association of a single RSC complex with
DNA. When the average contour length of DNA was measured in the presence and absence
of RSC and ATP, shortenings of δln = 103 nm (N = 97 events) and δln = 132nm (N = 116
4
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events) were observed at 2 µM and 4µM ATP, respectively (Fig.3E). These shortenings
were mostly due to the presence of ATP, as the DNA shortening observed in the absence of
ATP was only 17 nm. The position of the RSC complex along DNA was also affected by
the presence of ATP. Without ATP about 6% of RSC complexes (4 out of 65 events) were
observed at the DNA’s extremities, see Fig.3C(middle). This is slightly smaller than the
∼ 20% expected for a random binding of RSC along DNA. However, in the presence of 2µM
ATP, this proportion reaches 64% of the observed complexes (62 out of 97 events). The fact
that the position of RSC along DNA is significantly altered in presence of ATP suggests
that a large proportion of the RSC complexes translocate along DNA. Moreover the finding
that single RSC complexes are capable of generating ATP dependent shortenings similar to
those observed with a magnetic trap set-up provides good evidence that in both cases single
RSC complexes are responsible for the change in the DNA’s extension. This supports the
model illustrated in Fig.7 in which RSC translocates along the molecule while forming a
loop of DNA. In that model a change in the orientation of translocation of a single motor
is responsible for the ATP-dependent return to the original length. This ability to cause
transient alterations in DNA topology rather than simply stall when encountering a barrier
may represent an adaptation of Snf2 family proteins that assists in dynamic reconfiguration
of DNA protein complexes.
Although the extent of DNA shortening observed in the AFM images and measured in
the magnetic trap set-up were comparable, they were not identical. One difference between
the two approaches is that in the AFM assay the RSC complex associates with an unstressed
linear DNA, while in the magnetic trap experiment the DNA is maintained under a small
tension (comparable to the tension existing in a naturally supercoiled DNA [10]).
To investigate how the force applied to DNA affected the action of RSC, the extent of
DNA shortening was measured for different forces (at fixed [ATP]=100 µM). The results
show that the size of the average shortening event is reduced as the stretching force applied
to the DNA is increased, see Fig.2B. Maximal changes in extensions δln = 130 ± 7 nm
(N = 59 events) were observed at the lowest force investigated (F = 0.25 pN) and these
decreased exponentially with the force (or the torque), with no DNA distortions being
detected at forces larger than about 3 pN. The finding that force has such a strong effect
on the average size of the DNA shortening events suggests that the tension (and/or torsion)
the motor is working against may play a role in limiting the extent of translocation. Notice
5
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FIG. 3: AFM images of RSC complex on linear DNA molecules. A) Images of isolated RSC
complexes on a mica surface. B) Image of a 891 bp linear DNA molecule. C) Three images of
RSC·DNA complexes in presence of 2µM ATP - The bar is equal to 50nm. D) Histograms of the
maximal height (h) and diameter (D) for isolated and DNA bound RSC complexes at 2µM ATP.
The similarity of the histograms indicates that in the conditions of our experiments RSC binds to
DNA as a single complex. E) Distribution of the DNA contour length l; without RSC: l = 303± 2
nm; with RSC but without ATP: l = 286 ± 5 nm; with RSC and 2µM ATP: l = 200 ± 8 nm.
also that while δln has a gaussian probability distribution (Fig.1D), τon is exponentially
distributed (Fig.1E). The fact that δln and τon are described by different statistics contrasts
with enzymes that have well defined translocation rates v (so that δln = vτon, e.g. helicases
[7], type1 restriction enzymes [11] or FtsK [12]). This different statistical behaviour can be
explained if torsional load during translocation slows down the activity of the complex and
determines the DNA change in extension. When the motor is working against relatively
high opposing forces (or torques) there may be an increased likelihood that the translocase
6
104
Mécanismes d’action d’ISWI et RSC Article RSC
disengages from DNA resulting in a rapid extension in DNA length, or engages with the
opposite strand resulting in a gradual reduction in the molecule’s extension.
An attractive feature of the magnetic trap is that by rotating the magnetic bead positive
or negative turns can be introduced onto an unnicked DNA molecule. Such a supercoiled
(sc)DNA may form plectonemes of either positive or negative chirality with a resulting
significant reduction in the extension of the molecule. For example, at a force F = 0.3 pN
the introduction of one superhelical turn results in a shortening of lp = 60 nm [10]. The
data presented in Figs.1 and 2 were obtained using nicked or relaxed molecules where DNA
torsion does not contribute significantly to the observed shortening events. By comparing
these observations to measurements made on scDNA templates it is possible to investigate
whether the DNA shortening events are associated with alterations to DNA topology. Fig.4A
shows that on (+)scDNA (at [ATP]=100µM) the action of the RSC complex results in a
shortening of δl+ = -138 ± 6 nm (N = 492 events), while on (-)scDNA a lengthening of δl− =
+259 ± 4 nm (N = 221 events) is observed. This increase in extension is most likely due to
a reduction in the size of the negative plectonemes on (-)scDNA (schematically illustrated
in Fig.4C).
If the action of the RSC complex results in the formation of a loop of size l−t that
contains n− negative supercoils, an identical number of compensatory positive supercoils
must be formed outside this loop which would reduce the length of the plectonemes on
(-)scDNA, causing an increase in the molecule’s extension by n−lp. The overall change in
the DNA’s extension will then be δl− = l−t + n
−lp = 259 nm. Assuming that the average
distance translocated by the RSC complex on (-)scDNA is the same as on a nicked molecule,
l−t = δln = −106 nm, we deduce that n
− = 6.1 turns. This would indicate that (at [ATP]
=100 µM and F = 0.3 pN) the RSC complex caused the generation of a loop containing
approximately 400 bp of DNA with 6.1 negative superhelical turns (but as argued in the
supplementary note, this should be viewed as an upper bound).
In a similar way, we can estimate the number of compensatory turns introduced on
(+)scDNA considering that the overall change in the DNA’s extension is: δl+ = l+t − n
+lp.
Making the same hypothesis as for (-)scDNA, i.e. l+t = δln = −106, we deduce that n
+ = 0.6
turns are introduced during translocation of RSC on (+)scDNA. These different results for
(+) and (-) scDNA (n+ 6= n−) indicate that the (negative) torsion introduced in the DNA
loop associated with RSC is affected by the overall torsion (positive or negative) in the
7
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FIG. 4: Transient DNA topology changes associated with RSC translocation. A) Time traces on
(+) and (-)scDNA, in presence of 100µM ATP at F = 0.3pN (raw data: (green) and averaged
over 1 sec.(red)). B) Dependence of δl on ATP concentration for nicked, (-)scDNA and (+)scDNA
(the error bars correspond to the standard deviation of the δl distribution). C) Sketch showing the
effect of twisting during RSC translocation on (+) and (-)scDNA.
remaining portion of the molecule.
RSC could generate loops of DNA containing negative supercoils either in the form of
unconstrained supercoils, or in the form of constrained supercoils formed by wrapping the
molecule around the RSC complex. The latter has to be given serious consideration given
that DNA protruding from RSC complexes can only be seen in some of our AFM images
and that another Snf2 family protein has been proposed to wrap DNA [13]. In order to
distinguish between these possibilities we analysed the effect of RSC on DNA topology in
bulk reactions. In the presence of E.coli Topoisomerase 1A (Topo1A), which preferentially
8
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removes (-) supercoils, RSC caused an ATP-dependent increase in the linking number of
plasmid DNA which could be detected as faster migrating bands following agarose gel elec-
trophoresis (Fig.5A). The high mobility of these topoisomers in the presence of chloroquine
indicates that (+)scDNA is generated in the presence of RSC, ATP and Topo1A (see Fig.5C
lane 8). The level of positive supercoiling increases in the presence of increasing amounts
of RSC complex and when RSC and Topo1A are incubated for longer times indicating that
alterations to topology accumulate in the presence of RSC and ATP (Fig.5C and E). These
changes to DNA topology are unlikely to require DNA molecules to be coated with many
RSC complexes as they are detectable under conditions in which few RSC complexes interact
with plasmid DNA, as shown by native gel shift assays (Fig.5F).
If RSC was wrapping DNA rather than forming the negatively supercoiled and freely ac-
cessible DNA loop suggested by the experiments with Topo1A, one would expect negatively
supercoiled topoisomers to accumulate in the presence of vaccinia Topoisomerase 1B (which
relaxes both (+) and (-)supercoils). Instead only a small proportion of both (+) and (-)
supercoiled topoisomers are generated at high RSC concentrations (Fig.5B and D).
Combining these results with the single molecule measurements, we conclude that the
RSC complex generates loops of negatively supercoiled DNA, accessible to topoisomerases
and similar in size to the circumference of the RSC complex.
An attractive means by which RSC might generate negative superhelical loops would in-
volve rotation associated with translocation along the helical DNA backbone. Similar effects
have been observed with other DNA translocases [11, 12]. If translocation proceeded in this
way by maintaining contact with each base along the DNA backbone, then it would be an-
ticipated that one negative rotation would be generated for every 10.5 bp translocated [11].
Our observations are consistent with the introduction of negative rotation at a considerably
lower rate than this, an observation that could be explained if the motion of RSC along
DNA was broken down into steps of approximately 13 base pairs (or multiple thereof)[14].
Although we cannot accurately estimate the step size of the RSC complex for reasons ex-
plained in the supplementary text, our data are best explained by the progression of the
RSC motor along DNA in movements slightly greater than the helical repeat. This could be
an important adaptation for a translocase such as RSC that may be specialised to engage
with DNA wrapped around histones. Although the magnitude of DNA distorting events
may be altered during the action of RSC complexes in a nucleosomal context, the transloca-
9
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FIG. 5: Detection of unconstrained superhelical torsion in the presence of RSC. Relaxed pUC18
DNA (40ng) was inclubated in the presence of recombinant E.coli Topoisomerase Ia (A, C, E) or
recombinant vaccina Topoisomerase Ib (B, D), RSC and ATP as indicated for 1 hour at 30◦C.
RSC was present at 10nM (lanes 3 and 4), 33nM (lanes 5 and 6), 100nM (lanes 7 and 8), 300
nM (F lanes 9 and 10). Following incubation proteins were removed and topoisomers resolved by
agarose gel electrophoresis. Electrophoresis was performed in the absence of chloroquine (A, B,
E, F) or in the presence of 1µg/ml chloroquine (C, D). In the presence of RSC and ATP faster
migrating supercoiled DNA was detected in the presence of Topoisomerase IA which selectively
removes negative supercoils. The mobility of this DNA was increased rather than reduced in the
presence of chloroquine indicating that this DNA is positively supercoiled (C). Little change in DNA
topology was detected following incubation with RSC and vaccina Topoisomerase Ib indicating
that RSC is not stably wrapped by the complex. In F, reactions were performed in the absence
of topoisomerases and loaded directly onto 0.3× TBE agarose gel. This shows that the changes
in topology detected in Figs. A and C were obtained under conditions in which DNA is partially
bound by RSC. 10
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tion and rotation of DNA provide two potent means of manipulating DNA structure on the
surface of nucleosomes. This may be a general feature of the action of SWI/SNF related en-
zymes as we have observed qualitatively similar increase (decrease) of the DNA’s extension
on negative (positive) scDNA for the yeast SWI/SNF complex, and the catalytic subunits
of the human SWI/SNF complexes: BRG1 and BRM (Fig.8 in supplementary data). The
reversible force sensitive distortion of DNA illustrated schematically in Fig.7 may provide a
means of manipulating DNA protein interactions that could be shared by other Snf2 family
members including those functioning on non-nucleosomal substrates.
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MATERIAL AND METHODS
Sample preparation and Magnetic Tweezers experimental setup
A linear DNA fragment (≈ 3.6 kbp) was obtained with KpnI and SacI restrictions of plas-
mid pSA580 (gift of Sankar Adhya). Two ”tails” were synthesized with biotin or digoxigenin-
labeled nucleotides by a PCR of the multiple cloning site of a pBS plasmid comprising the
restriction sites for KpnI and SacI. Following adequate restriction of these labelled ”tails”,
they were ligated to the complementary ends on the linear fragment. These DNA molecules
were then attached at one end to the glass surface of a microscope flow-chamber (previously
coated with anti-digoxigenin) and at the other end to a 1µm paramagnetic bead (DYNAL
MyOne beads coated with streptavidin). Magnetic traps [15] were used to twist and pull
on single DNA molecules attached to the beads. The DNA’s extension was monitored by
11
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video microscopy of the bead[16]. By tracking the 3D position of a tethered bead [16, 17],
the extension l =< z > of the molecule can be measured, with an error of ≈ 10nm with
1-s averaging. The horizontal motion of the bead < ∆x2 > allows for the determination of
the stretching force via the equipartition theorem: F = kBT l/ < ∆x
2 >. F was measured
with 10% accuracy. To eliminate microscope drift, differential tracking was performed via
a second bead glued to the surface. All experiments were performed in the reaction buffer:
50mM KCl, 10mM HEPES (pH 7.8), 3mM MgCl2, 0.1mM DTT and 60µMBSA.
Protein Purification
RSC, BRG1 and Brm were purified as previously described ([4, 18]).
Data Processing
The determination of the change in extension of a DNA molecule due to its interaction
with RSC as well as the measurement of τon and τoff requires the recording and processing
of the elongation versus time signal l(t). Each burst is fitted to a polygon defined by its
6 vertices: li, ti (i=1,...,6), see Fig.1C. Of the polygon’s five segments, three are set to be
horizontal ones (segments 1,3 and 5) and we further require: l1 = l2 = l5 = l6. Segments
1 and 3 are followed by a shortening (or lengthening) event (segments 2 and 4). The
coordinates of the polygon vertices were adjusted to minimize the fitting error (χ2 test) [19].
The decrease in extension is: δln=l3− l2 = l4− l5; the on-time: τon = t3− t2 and the off-time:
τoff = t5 − t4. The change in extension δln can be given in base pairs using the formula:
δln(bp) = N0δln(nm)/ln(F ) where ln(F ) is the extension at force F of a DNA molecule of
N0 bps (measured or computed from the Worm like Chain model [20]).
AFM
A 891 bp linear DNA was synthesized by PCR amplification of a segment of the plasmid
pOid-O1 (gift of Sankar Adhya). It was purified with Qiagen PCR purification kit. ≈ 100ng
of this DNA was incubated for 8 minutes with equimolar amount of RSC complex in the
reaction buffer (without BSA and with or without ATP). Following incubation, 10−20µl were
12
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deposited at room temperature on freshly cleaved mica (Ted Pella Inc., Redding, California)
coated with poly-L-ornitine (MW 49,000 Sigma St. Louis, MO) for 2−3 minutes. The mica
was then gently washed with 1ml of ddH2O (Sigma) and subsequently dried with nitrogen.
The sample was imaged in air with a NanoScope III (Digital Instruments) atomic force
microscope operating in tapping mode. The AFM images were analysed with the Open
source program ImageJ to determine the DNA countour length and RSC diameter and with
the program WSxM (Nanotech, Inc.) to determine the complex heights.
Topoisomerase assays
Assays were performed in 40µl of 10mM HEPES (pH 7.8), 50mM KCl, and 3mM MgCl2.
Where indicated Mg:ATP was present at 1mM . Reactions contained 40ng relaxed pUC18
DNA, topoisomerase and RSC as indicated. One unit of recombinant vaccina topoisomerase
Ib or E.coli topoisomerase Ia were included in reactions as indicated (1 unit defined as the
ammount of enzyme required to relax 20ng supercoiled pUC18 DNA in 2 minutes under the
reaction conditions described above). Reactions were terminated by addition of 10µl 50mM
Tris (pH 7.5), 3% SDS, 100mM EDTA, 100µg/ml Proteinase K and incubated for 1 hour
at room temperature. Products were resolved by electrophoresis in 1% Agaraose TBE gels
with or without chloroquine (1µg/ml) as indicated. DNA was detected using a scanning
fluorimeter following staining with Sybr gold (Molecular Probes). For gel shift analysis
reactions performed in the absence of topoisomerase were loaded directly onto 0.3×TBE 1%
agarose gels at 4◦C.
SUPPLEMENTARY NOTE
The equation δl± = l±t ∓ n
±lp (with l
±
t < 0 and n
± > 0) applies to (±)scDNA templates.
Since (at [ATP] =100 µM and F = 0.3pN) δl+ = −138 ± 6nm and δl− = +259± 4nm, l±t
or n± (or both) must be different on the different templates studied. There are a number of
possible explanations for this. One possibility is that l±t changes on (±)scDNA templates.
Supporting this, on (-)scDNA the total change in extension observed δl− is in the same
direction as the applied force whereas on (+)scDNA the contraction works against this force.
The measurements on nicked DNA molecules at different forces indicate that |ln| decreases
13
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with increasing work against the force(Fig.2). This would imply that l−t ≤ δln ≤ l
+
t < 0.
Another explanation is that n± is altered, either as a result of changes to the step sizes on
different templates or as a result of differences in the amount of slippage that occurs during
translocation. Although we cannot calculate whether n±, l±t or a combination of both are
changed we can obtain useful bounds, see Fig.6. For example the degree of supercoiling in











On the other hand, since δl− > 0, |σ−| is also bounded from below: |σ−| > h/lp = 0.060,
where h = 3.6nm is the DNA pitch. These bounds imply that RSC generates much less than
one turn per every 10.5 bps of (-)scDNA translocated, but enough torsion in the loop to
induce its partial melting (which occurs when σ− < −0.06). This remark is consistent with
observations of cruciform extrusion by the action of some chromatin remodeling factors on
DNA[2].
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FIG. 6: Supercoiling degree inside the translocated DNA loop |σloop| as a function of ATP, com-
puted from the measurements of δln, δl
+ and δl−, see Fig.4B, assuming l±t = δln, see supplementary





































FIG. 7: Model for DNA distortion by RSC. In order to form loops on DNA, the RSC complex must
make at least two contacts with DNA. If one of these contacts is capable of DNA translocation,
DNA could be drawn into a loop in the presesnce of ATP as shown in i)-iii). Once formed we
observe that the majority of loops are removed in an ATP-dependent reaction that could occur
as a result of translocation in the reverse oritentation iii), iv) and i). In some cases we observe
loops colapsing rapidly. This could occur if either the translocase disengages or another contact
constraining DNA is lost iii), v), i). In this latter case the translocase would be likely to restart
the cycle at a different location on the DNA fragment. As we observe differences in the degree of
supercoiling under different conditions, it is likely that in some cases torsion could be partially lost
as a result of slippage, v)-ii), similar to what has been reported for other translocases[14].
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FIG. 8: Transient DNA topology changes associated with the human SWI/SNF ATPase: (A)BRG1
and (B) hBRM. Time traces on positive and negative supercoiled DNA, in presence of 250µMATP
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Résumé des résultats obtenus avec RSC
RSC est un moteur moléculaire qui transloque une boucle d’ADN sousenroulé dont la forma-
tion est ATP-dépendante.
Cete translocation peut être réversible : le moteur peut changer direction de translocation et
défaire activement la boucle.
La taille de la boucle formée dépend de la concentration d’ATP utilisée, et les distributions de
taille sont distribuées de façon gaussienne.
La force affecte la formation de la boucle de façon exponentielle, et aucune boucle d’ADN n’a
été observée au delà de ∼ 3pN .
La translocation de l’ADN introduit transitoirement des changements du nombre d’enlace-
ments de la molécule d’ADN.
Le nombre de tours introduits est différent dans le cas de l’ADN sousenroulé et surenroulé, ceci
peut être dû à un phénomène de relaxation partiel (slippage) du degré de surenroulement de
la boucle formée, phénomène dont l’amplitude pourrait dépendre de la topologie de l’ADN.
Les images AFM montrent que RSC transloque l’ADN surenroulé en présence d’ATP, et que la
position relative du complexe change après la translocation.
118




FIG. 4.6 – Deux images AFM obtenues en présence ou en absence d’ISWI, sans ATP. A) Image
d’une molécule d’ADN . B) Image de deux molécules d’ADN en présence de la protéine ISWI.
4.5 Expériences avec la protéine ISWI
4.5.1 AFM
4.5.2 Étude de l’accrochage d’ISWI sur une molécule d’ADN linéaire nu
Comme pour le complexe RSC, on a étudié l’accrochage de la protéine ISWI sur des mo-
lécules linéaires d’ADN (891 bp) à l’aide d’un AFM, ce qui permet une visualisation directe
du complexe nucléoprotéique. Dans la Fig.4.6 on peut voir des images correspondant à l’ADN
nu et au complexe ISWI/ADN. On n’observe pas de changements structurels dans la molé-
cule d’ADN. Par contre si on mesure la longueur des molécules d’ADN sans et avec ISWI, on
trouve qu’en présence de la protéine, l’extension est réduite de presque 40 nm (Fig.4.7C). On
peut voir aussi dans la figure 4.7A que l’ADN entre et sort du complexe nucléoprotéique avec
un angle qui est égal à 121◦(Fig.4.7B). En analysant la hauteur et le diamètre du complexe ISWI
sur l’ADN (Fig.8), on observe des changements par rapport à la protéine isolée. On observe que
la hauteur passe de 0.94±0.03 nm à 1.18±0.02 nm sur l’ADN, et le diamètre passe de 7.83±0.13
nm à 11.15±0.26 nm. Cette réduction en longueur de la molécule d’ADN, et surtout l’augmen-
tation du diamètre de la protéine est compatible avec un enroulement de la molécule d’ADN
autour de l’enzyme, en formant ainsi un complexe nucléoprotéique similaire aux histones.
4.5.3 Translocation d’ISWI sur l’ADN linéaire en présence d’ATP
On a ensuite pris des images du complexe ISWI/ADN en présence de 25 µMATP. Comme
on peut le voir sur les figures 4.9A et B, des boucles d’ADN émergent du complexe, comme
on s’y attend pour une enzyme qui transloque l’ADN. On remarque que deux topologies de
boucle ont été observées : des boucles relâchées et des boucles superenroulées. Généralement
les boucles relâchées sont associées aux complexes localisés aux extrémités de la molécule
d’ADN, et les superenroulés aux complexes localisés à l’intérieur de la molécule d’ADN. On a
mesuré la taille de la boucle associée à ISWI, et on a trouvé qu’elle faisait ∼= 100 nm (Fig.4.9C).
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FIG. 4.7 – Mesure des angles entre les segments d’ADN à l’entrée et à la sortie du complexe
et mesure des longueurs des molécules d’ADN. A) Image AFM du complexe ISWI/ADN sans ATP.
L’ADN entre et sort du complexe avec un angle α. B) Histogramme de l’angle α. C) Longueurs observées
de l’ADN en présence et en absence d’ISWI. Longueur sans ISWI lDNA = 306.7±1.0 nm, et avec ISWI
lISWI/ADN = 268.7± 2.1 nm.
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FIG. 4.8 – Distribution des hauteurs et des diamètres d’ISWI. A) Distribution des hauteurs max
(hmax) d’ISWI. Sur la surface de mica hmax = 0.94 ± 0.03 nm ; sur l’ADN hmax = 1.18 ± 0.04
nm. B) Distribution des diamètres (d) d’ISWI. Sur la surface de mica d = 7.83 ± 0.13nm ; sur l’ADN
d = 11.15± 0.26 nm.
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FIG. 4.9 – Images AFM du complexe ISWI/ADN en présence d’ATP (25µM ). A) Image d’un com-
plexe presque à l’extrémité de la molécule d’ADN, avec une boucle superenroulée. B) Images de deux
complexes, un complexe à une extrémité, avec un boucle relâchée, et l’autre à l’intérieur de la molé-
cule d’ADN, avec un boucle superenroulée. C) Comparaison des distributions de longueurs de contour
de l’ADN avec et sans ATP, et avec et sans ISWI. La longueur à cette concentration d’ATP est de
lDNA,ISWI,ATP = 199.9± 6.1 nm ce qui suggère une réduction de longueur de la molécule induite par
la formation d’une boucle de∆l = 106 nm.
On a trouvé aussi que le complexe est souvent localisé aux extrémités de l’ADN (71 cas sur
91), alors qu’en absence d’ATP la position de l’enzyme sur la molécule est aléatoire (15 cas
sur 109 aux extrémités). Le fait qu’en présence d’ATP l’enzyme soit plutôt localisée aux extré-
mités de la molécule suggère qu’elle pourrait transloquer l’ADN en se déplacant le long de
la molécule. Cette expérience montre que l’interaction entre ISWI et l’ADN est affectée par la
présence d’ATP. Ces observations sont cohérentes avec des expériences faites en volume [287],
où les auteurs mesurent la stabilité du complexe ADN/ISWI avec ou sans ATP, et en présence
d’analogues non hydrolysables de l’ATP.
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FIG. 4.10 – Accrochage d’ISWI sur une molécule d’ADN nickée à haute concentration. A) Une
trace d’extension de l’ADN en temps réel sans ISWI, et deux traces en présence d’ISWI (25nM ) à
une force de 0.4pN. B) Un agrandissement d’une des deux traces en présence d’ISWI. En vert sont
répresentés les points expérimentaux (à 25Hz), en rouge les points moyenés sur 1s.
4.5.4 Pinces magnétiques
4.5.5 Accrochage d’ISWI sur une molécule d’ADN "nickée"
Comme pour le complexe RSC, nous avons étudié les propriétés d’accrochage d’ISWI sur
un molécule d’ADN nickée. A très haute concentration d’ISWI (plus de 25 nM), on observe
une compaction de la molécule d’ADN due à la formation, le long de la molécule, de nom-
breux complexes (Fig.4.10A). En fait, si on observe plus en détail la compaction, on peut voir
(Fig.4.10B) que la compaction de l’ADN se fait par paliers discrets, chaque palier correspon-
dant à l’accrochage d’une seule protéine. Si on augmente la force appliquée sur la molécule, on
peut observer que l’extension de la molécule d’ADN fluctue entre deux niveaux d’extension
correspondant à l’extension sans et avec ISWI (Fig.4.11A et B).
Si on réduit la concentration d’ISWI et si on réduit la force (Fig.4.11C) on peut arriver à
isoler des évênements isolés d’accrochage de la protéine. On peut ainsi mesurer la variation
d’extension de la molécule d’ADN en présence d’ISWI mais sans ATP (Fig.4.11D), et on trouve
qu’ISWI réduit celle-ci de 46, 5 ± 2, 2 nm. Cette réduction en longueur est très proche de celle
observée avec l’AFM. On explique donc cette réduction par un enroulement de l’ADN autour
de l’enzyme.
4.5.6 Accrochage d’ISWI sur une molécule d’ADN superenroulable
Si la molécule d’ADN s’enroule à la surface de l’enzyme, son interaction dans le complexe
ISWI/ADNdoit changer le nombre d’enlacement du reste de lamolécule (de façon à garder fixe
le nombre total d’enlacement). Pour tester cette hypothèse, nous avons réalisé des expériences
avec de l’ADN sensible à la torsion. Avec ces molécules d’ADN on observe des résultats diffé-
rents selon la topologie de la molécule. Comme on peut voir dans la figure 4.12A, (à F = 0, 4
pN) l’accrochage d’une seule protéine d’ISWI sur un ADN sousenroulé est accompagné par
une réduction de la longueur de la molécule d’ADN. Par contre, l’accrochage sur une molécule
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FIG. 4.11 – Accrochage d’ISWI à haute et à faible concentration (25 nM et 1 nM) à differentes
forces (0.4 pN et ∼ 2 pN). A) Trace d’extension de l’ADN en temps réel obtenue à ∼ 25 nM ISWI et
à ∼ 2 pN, présentant un signal télégraphique (dû à des phénomènes d’accrochage/décrochage d’ISWI).
En vert les points expérimentaux à 25 Hz, en rouge les points moyenés sur 1 s. B) Représentation
schématique qui illustre pourquoi on observe un signal télégraphique si on regarde l’extension au cours
du temps. C) Trace d’extension de l’ADN en temps réel obtenue à 1 nM ISWI et à 0.4 pN, présentant
un évênement d’accrochage/décrochage d’ISWI. D) Distribution des variations de longueur observées en
presence d’ISWI.
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FIG. 4.12 – Effet de la topologie dans l’accrochage d’ISWI. A) Changements de l’extension de la
molécule d’ADN induit par l’accrochage d’ISWI, dans l’ADN sousenroulé (en haut) et surenroulé (en
bas) à F = 0.4 pN. le deux traces donnant l’extension de l’ADN en temps réel correspondent aux points
expérimentaux moyenés sur 1s. B) Distribution des changements observés dans l’ADN surenroulé et
sousenroulé. Pour σ < 0 (en vert) le δl− ∼= −149 nm et pour σ > 0 (en rouge) le δl+ ∼= 104 nm.
d’ADN surenroulée résulte en une augmentation de la longueur de la molécule.
Ces variations de longueur de l’ADNpeuvent être expliquées par l’introduction d’une vrille
positive (schéma figure.4.13A et B) lors de la formation du complexe. Cette vrille positive doit
être compensée par des vrilles négatives dans le reste de la molécule.
Ces supertours négatifs compensatoires vont augmenter le nombre de plectonèmes négatifs
(si on travaille en présence d’ADN sousenroulé), ou vont réduire le nombre de plectonèmes po-
sitifs (si on travaille avec une molécule surenroulée). Donc, selon le degré de superenroulement
de la molécule, on va soit réduire soit augmenter l’extension de la molécule d’ADN, comme on
l’observe dans la fig. 4.12A.
On a mesuré la variation de longueur de la molécule d’ADN et on a trouvé qu’elle est de
δl− ∼= −149 nm pour l’ADN sousenroulé et δl+ ∼= +104 nm pour l’ADN surenroulé (Fig.4.12B).
Cette variation observée dans l’extension de l’ADN (δobs) est attribuée à la formation d’une
boucle d’ADN enroulée sur le complexe de taille δlt et le changement de la taille des plecto-
nèmes :
δobs = −δlt ± n±lplect (4.6)
où lplect est la taille d’un plectonème (qui à F=0,4 pN est égale à 50 nm). En supposant que
la taille de l’ADN enroulé sur le complexe ISWI est le même sur l’ADN enroulé ou nické (
δlt = δlnick), on peut donc déduire le nombre de tours introduits par l’enzyme. En considérant
que la contribution due à l’introduction de tours n±lplect est positive dans l’ADN surenroulé et
négative dans l’ADN sousenroulé, on trouve que l’enzyme ajoute ∼= 2 tours, (si on fait hypo-
thèse que le nombre de tours introduits est le même dans l’ADN surenroulé et sousenroulé).
Des contrôles positifs ont été faits en utilisant de l’ATP non hydrolysable (ATP-γ-S) et on a
trouvé que les changements en longueur de la molécule d’ADN sont similaires à ceux observés
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FIG. 4.13 – Représentation schématique du changement topologique induit par l’accrochage
d’ISWI. Dans l’ADN sousenroulé (σ < 0), à la suite de l’accrochage d’ISWI, 2 supertours négatifs
sont introduits dans la molécule (parce que l’ADN forme une vrille positive autour de l’enzyme). Ces
supertours augmentent le nombre de plectonèmes négatifs présents dans la molécule d’ADN et réduisent
donc l’extension de la molécule. Dans l’ADN surenroulé (σ > 0), le même nombre de tours négatifs est
introduit ce qui va réduire le nombre de plectonèmes positifs présents dans la molécule augmentant ainsi
l’extension de la molécule d’ADN.
A B
FIG. 4.14 – Distribution de la taille des changements de longueur induits par la formation du
complexe ISWI/DNA, en présence d’ATP-γ-S. A) Distribution des changements de longueur avec
ISWI sans et avec ATP-γ-S, sur de l’ADN sousenroulé (σ ∼ −0.03). En bleu la distribution sans
ATP ou δl−noATP = 149.2 ± 4.3 nm, en vert avec ATP-γ-S ou δl−ATP−γ−S = 156.4 ± 4.1 nm. A)
Distribution des changements de longueur avec ISWI sans et avec ATP-γ-S sur de l’ADN surenroulé
(σ ∼ +0.03). En bleu distribution sans ATP ou δl+noATP = 104.1 ± 3.5 nm, en vert avec ATP-γ-S ou
δl+ATP−γ−S = 111.1± 2.3 nm.
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FIG. 4.15 – Translocation de l’ADN par ISWI, en présence d’ATP à F=0.4 pN. Extension de la
molécule d’ADN en temps réel sans protéine A), avec ISWI sans ATP B), et avec 200 µM ATP C).
sans ATP (Fig.4.14A et B).
4.5.7 Translocation d’ISWI sur une molécule d’ADN "nickée"
Nous avons ensuite étudié le comportement de l’enzyme en présence d’ATP. Comme on
peut le voir dans la figure 4.15, en présence d’ATP, ISWI réduit la longueur de la molécule
d’ADN, ce qui suggère qu’ISWI transloque de façon ATP dépendante la molécule d’ADN en
formant des boucles.
De fait, si on mesure la taille de l’ADN transloqué en fonction de la concentration d’ATP,
on observe dans la fig.4.16 que la taille de la boucle formée augmente selon une cinétique type
Michaelis-Menten. En ajustant les données expérimentales avec cette loi on a pu mesurer la
longueur maximale d’ADN transloqué lmax ∼= 66 nm dans la boucle dans des conditions ATP
saturant, avec une constante de Michaelis kM = 7, 6 µM.
Dans la fig.4.17A on peut voir un événement isolé de translocation effectué par ISWI. Chaque
évènement de translocation a été ajusté par un polygone à 5 cotés (voir matériels et méthode).
A partir du fit, on estime le temps requis pour transloquer la boucle d’ADN (τon), ainsi que
le temps nécessaire pour défaire la boucle d’ADN (τoff ). Ces deux temps sont distribués ex-
ponentiellement. Si on étudie ces temps de vie moyens en fonction de la concentration d’ATP,
on voit (Fig.4.17B) qu’aussi bien τon que τoff croissent à faible concentration d’ATP. Cette ten-
dance nous indique que l’enzyme ne transloque pas seulement de façon ATP dépendant la
boucle, mais aussi qu’elle a également besoin d’ATP pour défaire la boucle ainsi formée. De
fait, si on mesure la vitesse employée pour former et défaire la boucle à différentes concentra-
tions d’ATP(Fig.4.17C), on trouve pour tous les deux une cinétique de type Michaelis-Menten,
avec la même vitesse maximale (∼= 430 pb/s) et la même constante de Michaelis kM (16, 5 µM).
L’enzyme transloque donc l’ADN en formant un boucle et peut transloquer l’ADN dans la
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FIG. 4.16 – Translocation de l’ADN en fonction de la concentration d’ATP. Sur cette courbe sont
représentées les valeurs moyennes de la taille de la boucle transportée par ISWI (< δlnick >) sur l’ADN
nické. Les données ont été ajustées par une cinétique de type Michaelis-Menten (δlnick = lsansATP +
δlmax[ATP ]
KM+[ATP ]
, avec un δlmax ≈ 65.5± 7.1 nm, un KM de 7.6± 3.3 µM, et lsansATP ajusté à 58.6± 7.6
nm.
direction inverse en défaisant la boucle formée.
4.5.8 Translocation d’ISWI sur une molécule d’ADN superenroulable
On a effectué une mesure de la translocation d’ISWI sur un ADN superenroulé. Si l’en-
zyme transloque la molécule d’ADN en suivant l’hélicité de la molécule, il est probable que
la translocation soit couplée à l’introduction de tours dans la molécule d’ADN. Pour vérifier
cette hypothèse nous avons comparé le transport observé dans un ADN superenroulé négati-
vement et positivement, avec le transport observé sur un ADN nické. Comme on le voit dans
la fig.4.18A la translocation de l’ADN sousenroulé réduit l’extension de la molécule d’ADN,
et augmente l’extension de l’ADN surenroulé (compatible avec l’introduction de supertours
négatifs dans la molécule).
La dépendance de la taille de la boucle d’ADN formée avec la concentration en ATP est
similaire pour un ADN nické et un ADN sousenroulé mais diffère pour l’ADN surenroulé
(Fig.4.18B). Cela suggère que le nombre de tours compensatoires introduits dans l’ADN sou-
senroulé est indépendant de la concentration d’ATP. En effet, si on estime ce nombre (Fig.4.18C),
on trouve que le nombre de tours introduits par l’enzyme est constant (≈ 1, 5). Dans l’ADN
superenroulé, par contre le nombre de tours introduits augmente avec l’ATP. Cependant le
degré de surenroulement de la boucle formée (voir protocoles) est plus ou moins constant :
σloop+ ≈ 0, 13.
Ces résultats suggèrent que le nombre de tours compensatoires introduits dans l’ADN pen-
dant la translocation est différent dans l’ADN surenroulé et sousenroulé.
Cet effet pourrait être expliqué par un phénomène de relaxation partielle de la torsion dans
la boucle d’ADN transloquée (slippage). En effet les données AFM montrent qu’en présence
d’ATP, l’ADN est ancré plus faiblement à l’enzyme, ce qui pourrait faciliter l’apparition d’évè-
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FIG. 4.17 –Analyse des temps et des vitesses de translocation de l’ADN.A) Une bouffée d’activité
observée sur l’ADN nické, ajustée par un polygone (voir protocoles), et que l’on utilise pour estimer la
taille et le temps nécessaire pour former la boucle d’ADN. B) Analyse de τon et τoff en fonction de
la concentration d’ATP. C) Vitesse de translocation pour former et défaire la boucle. Les données sont
ajustées avec une cinétique de type Michaelis-Menten, avec une vitesse vonmax de 436.6±33.5 bp/s et une
KonM de 16.1 ± 4.3 µM pour la formation de la boucle, et avec une vitesse voffmax de 429.4 ± 25.3 bp/s et
uneKoffM de 17.3± 3.5 µM pour défaire la boucle.
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FIG. 4.18 – Translocation dans l’ADN sensible a la torsion. A) Deux traces donnant l’extension
d’une molécule d’ADN en temps réel qui montrent des changements du nombre d’enlacement induits
par la translocation d’ADN surenroulé et sousenroulé (en vert les données brutes et en rouge les données
moyenées sur 1 s). B) Variation de l’extension de la molécule en fonction de la concentration d’ATP sur
un ADN nické, sousenroulé et surenroulé C) Nombre de tours introduits pendant la translocation à
différentes concentrations d’ATP, sur un ADN sousenroulé et surenroulé.
nements de slippage. Le fait que le nombre de tours introduits est différent selon la topologie
de l’ADN pourrait donc être dû à un taux de slippage plus élevé dans l’ADN sousenroulé.
Cet effet a été aussi observé pour d’autres enzymes qui transloquent la molécule d’ADN (la
protéine FtsK [288]).
4.5.9 Translocation sur l’ADN simple brin
Les données obtenues sur l’ADN surenroulable et les images AFM ont montré que l’en-
zyme transloque une boucle d’ADN enroulée positivement. Pendant la translocation, le stress
torsionnel ou/et tensionnel dans la boucle pourrait augmenter jusqu’à atteindre une valeur
qui pourrait limiter la translocation même de l’enzyme. Pour tester cette hypothèse j’ai fait des
expériences en présence d’ADN simple brin, où son eventuel transport se fait sans accumula-
tion de torsion. Des expériences en volume avaient déjà montré que l’enzyme était capable de
transloquer ce substrat. La fig.4.19A montre un signal avec deux événements de translocation
sur l’ADN simple brin. En mesurant la processivité en paires de bases en fonction de la concen-
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FIG. 4.19 – Translocation de l’ADN simple brin par ISWI (ADN utilisé Charomid 11 kb). A)
Deux évènements de translocation dans l’ADN simple brin à F=0.4 pN, en vert les points expérimentaux
et en rouge les points moyennés sur 1s. B) Processivité en paires de bases de l’ADN simple brin et double
brin à différentes concentrations d’ATP.
tration d’ATP, on peut voir dans la fig.4.19B que le transport d’ADN simple brin est beaucoup
plus processif que celui d’ADN double brin, et sature à∼ 1400 pb. Ce résultat semble confirmer
l’hypothèse que le stress torsionel pourrait limiter le transport de l’ADN par l’enzyme.
4.5.10 Effet de la force
Pour essayer de cerner l’effet de la force sur la translocation, on a mesuré la taille de la
boucle d’ADN transporté à différentes forces. Comme on peut le voir dans la Fig.20, la taille
de la boucle d’ADN transloqué décroît exponentiellement avec la force appliquée sur la molé-
cule d’ADN. Un fit exponentiel a été utilisé pour extrapoler la taille de la boucle à force nulle
(ltranlF=0 = 785 ± 51 bp), mais aussi la force maximale, Fstall. Si on considère que ISWI s’ac-
croche à l’ADN en réduisant la longueur de la molécule de 46.5nm (ou ∼ 154 bp), on trouve
que Fstall = 1.35± 0.13 pN. Entre cette force et ∼ 2.3 pN on détecte seulement la formation de
boucles dues à la formation du complexe. Au delà de∼ 2.3 pN aucune réduction de l’extension
de la molécule d’ADN est détectable.
4.5.11 Modèle de translocation proposé
À partir des données obtenues on peut proposer un modèle de translocation (Fig.4.21).
Sans ATP, l’ADN s’enroule autour de la protéine en formant un complexe très similaire aux
nucléosomes (mais avec une topologie opposée parce que l’ADN s’enroule en suivant une
hélice droite). En présence d’ATP, l’association ISWI/ADN est plus faible, comme cela a été
confirmé par le temps de vie du complexe qui est plus court à concentration d’ATP plus élevée.
L’enzyme semble se déplacer le long de la molécule d’ADN de façon ATP-dépendante, et en
même temps il transloque une d’ADN surenroulée (on estime son degré de surenroulement à
σ ≈ 0.13). Nous avons suggèré un modèle de translocation très similaire à celui des hélicases (l’
"inchworm" model ou modèle de la chenille). Selon ce modèle, l’enzyme se déplace comme une
130
Mécanismes d’action d’ISWI et RSC Expériences avec la protéine ISWI









exponential fit : y = A1*exp(-x/t1) + y0
y0 = 121.6  ±  22.5bp













FIG. 4.20 – Effet de la force sur la translocation d’ISWI. Les point expérimentaux ont été ajustés
par un exponentielle. La ligne rouge représente la taille de la boucle formée par l’accrochage d’ISWI sans
ATP. Tous les points ont été fait à un concentration d’ATP de 200 µM, et pour chaque point la taille d’au
moins 40 boucle ont été mesures.
"chenille", avec une partie antérieure et une partie postérieure. La partie antérieure transloque
l’ADN après le relâchement d’une molécule d’ADP, pendant que la partie postérieure fluctue
avec l’ancrage d’ATP entre un’état fortement lié et un’état faiblement lié à l’ADN. Ce dernier
peut relaxer une partie du stress torsionnel, tensionnel et entropique du à la taille de la boucle
associée à l’enzyme. L’enzyme se déplace donc en extrudant une boucle avec une taille plus
ou moins fixe qui interagit faiblement avec l’enzyme. Ce modèle (Fig.21) est cohérent avec un
cycle d’utilisation de l’ATP proposé pour ISWI [287].
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FIG. 4.21 –Modèle possible de translocation d’ISWI couplé à l’hydrolyse d’ATP. Ce modèle a été
inspiré par l’article [287].
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FIG. 4.22 – Contrôles effectués sans protéine A) et B) deux traces donnant la distance bout-à-bout de
l’ADN. Dans la trace B), il est possible voir l’adsorption de la bille sur la surface à la fin de l’acquisition.
C) Trace qui montre le niveau du mouvement brownien d’une bille adsorbée sur la surface. En vert on a
les points expérimentaux et en rouge les points moyennés sur 4 s. D) Distribution du bruit d’une bille
collée à la surface.
4.6 Expériences faites avec la technique TPM
L’activité d’ISWI est profondément affectée par l’amplitude de la force appliquée sur la
molécule d’ADN.A chaque instant, lamolécule d’ADNutilisée dans les pincesmagnétiques est
soumise à une tension comparable à celle qui existe naturellement dans l’ADN superenroulé.
Pour essayer de comprendre le comportement de l’enzyme sans tirer sur la molécule d’ADN,
j’ai étudié ISWI par la technique TPM, dans le laboratoire du Pr. Laura Finzi à l’Université de
Milan (technique décrite dans le chapitre 3). Toutes les mesures ont été faites en utilisant le
"chromatin remodeling buffer " (voir annexe) avec une concentration en protéines de ≈ 20 nM.
4.6.1 Contrôles effectués
Dans la fig.4.22 on peut voir deux traces typiques de la distance bout-à-bout (End to End
distance ou "E2E") de deux molécules d’ADN (de ∼ 900 bp) sans protéines. Comme on peut
le voir, tous les points sont distribués autour d’une valeur E2E caractéristique de la longueur
d’ADN utilisée (voir calibration dans le chapitre 3). La fig.4.22B présente également la distance
bout-à-bout d’une molécule d’ADN fixée à une bille qui finit par venir se coller sur la surface
ce qui diminue son mouvement brownien. Pour déterminer quel niveau de mouvement brow-
nien correspond aumouvement d’une bille absorbé à la surface, j’ai étudié le bruit de huit billes
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FIG. 4.23 – Signal télégraphique en présence d’ISWI. A) Signal obtenu à 60 µM ATP et B) à 250
µM ATP. En vert on a les points expérimentaux et en rouge les points moyennés sur 4 s.
ainsi collées (fig.4.22C). Convertissant le mouvement brownien de celles-ci en distance effec-
tive, j’ai pu déterminer un niveau de mouvement brownien seuil (15 nm) au dessous duquel le
mouvement est caracteristique de celui d’une bille adsorbée sur la surface (fig.4.22D).
4.6.2 Mesures effectuées en présence d’ATP
Apres avoir effectué ces contrôles sans protéines, j’ai observé le mouvement de billes an-
crées à des molécules d’ADN en présence d’ISWI et d’ATP. Sur la fig. 4.23, on peut voir deux
traces typiques obtenues en présence de deux concentrations d’ATP différentes. La figure 4.23A
a été obtenue en présence de 60 µMATP, la trace 4.23B, par contre, a été obtenue à une concen-
tration plus élevée (250 µM ATP). Dans les deux traces on peut voir la présence d’un si-
gnal télégraphique (absent du contrôle sans protéine). Ce signal résulte de l’introduction de
boucles d’ADN qui réduisent la longueur de la molécule et par conséquent le mouvement
brownien. Ainsi, l’extension de la molécule d’ADN au cours du temps fluctue entre deux ni-
veaux de conformation correspondants à une conformation sans boucle et à une conformation
avec boucle (Fig.4.24A).
Pour chaque trace, on a mesuré le temps passé dans chaque conformation (τon et τoff dans
la trace de la fig.4.24A), ainsi que la réduction de la distance bout-à-bout de la molécule in-
duite par ISWI. On n’a pas observé de variations significatives de l’E2E distance en fonction
de la concentration d’ATP utilisée (< ∆E2E >∼ 58 nm qui correspond à une boucle translo-
quée de ∼ 440 bp). La distribution des temps dans chaque conformation suit une distribution
exponentielle (comme le montre dans la fig.4.24B)
Les temps de vie moyens de chaque conformation à différentes concentrations d’ATP ont
été mesurés. Comme on peut le voir sur la fig.25A, les temps de vie de la conformation avec la
boucle formée (τon) sont bien ajustés par une courbe de type Michaelis-Menten, ce qui a permit
d’obtenir le temps de vie en conditions d’ATP saturant (τon ∼= 88 s) et la constante de Michaelis
(KM ∼= 15 µM ). Pour le temps de vie moyen de la conformation sans boucle (τoff ), on observe
que celui-ci devient plus petit lorqu’on augmente la concentration d’ATP (fig.4.25B).
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FIG. 4.24 – Signal télégraphique et mesure du temps de vie moyen de la conformation avec
boucle et sans boucle. A) Signal obtenu à 125 µM ATP. Les temps pendant lesquels la bille se trouve
dans la conformation avec boucle (τon) et dans la conformation sans boucle (τoff ) ont été mesurés. B)
Distribution du temps de vie dans chaque conformation obtenue à 60 µM ATP. Les distributions suivent
une loi exponentielle, et l’ajustement à une exponentielle a permis d’obtenir le temps de vie moyen à cette
concentration d’ATP.






























m = 32,33 ± 1,39s
q  = -0,040 ± 0,005sµM
-1
FIG. 4.25 – Distribution des temps de vie en fonction de la concentration d’ATP. A) Distribu-
tion des temps de vie pour la conformation avec boucle (τon), ajusté par une loi Michaelis-Menten.
Ton(max) = 87.65 ± 3.77 s et KM = 15.07 ± 2.90 µM . B) Distribution des temps de vie de la
conformation sans boucle (τoff ), ajusté avec un droite. Toff (ATP = 0) = 32.33± 1.39 s.
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511 +/- 26bp 54.2 +/- 13.1s
47.4 +/-   7.7s512 +/- 46bp
456 +/-102bp 81.9 +/-   7.2s
FIG. 4.26 – Accrochage d’ISWI sans ATP ou en présence d’ATP-γ-S. A) et B) Signaux obtenus avec
ISWI sans ATP. C) Signal obtenu avec ISWI et ATP-γ-S. Tableau qui résume les variations de la distance
bout-a-bout observées et la durée d’accrochage de l’enzyme sur l’ADN dans 3 conditions différentes.
4.6.3 Mesures effectuées sans ATP et en présence d’ATP non hydrolysable (ATP-γ
-S)
Après les mesures effectuées avec ATP, j’ai étudié l’accrochage d’ISWI sur l’ADN en l’ab-
sence d’ATP. Dans la fig.4.26A et B on peut voir deux traces obtenues en présence d’ISWI sans
ATP. Comme on peut le voir dans les deux traces, l’accrochage d’ISWI réduit la distance E2E
en formant une boucles de ∼= 500 bp. Le temps de vie moyen (τon) de ce complexe est ∼= 54
s. Comme contrôle positif j’ai effectué des mesures avec de l’ATP non hydrolysable (ATP-γ-S).
En présence de ce substrat, ISWI n’est pas sensé transloquer la molécule d’ADN. De fait, dans
ces conditions (fig.4.26C) on observe la formation de complexes ADN/ISWI avec un temps de
vie τon ∼= 48 s qui sont accompagnés d’une réduction de la distance bout-à-bout d’une valeur
comparable à celle obtenue sans ATP (tab. fig.4.26).
4.7 Pinces magnétiques vs. TPM
Comme on a pu le remarquer, les données obtenues avec les pinces magnétiques présentent
plusieurs points de désaccord avec celles obtenues par TPM. Les differences observées pour-
raient être expliquées par le fait qu’en TPM, on a étudié le comportement d’ISWI dans un ré-
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gime de concentration beaucoup plus elevé (∼ 20 nM) par rapport à celui utilisé avec les pinces
magnétiques. On avait dejà pu noter, lors des expériences en utilisant les pinces magnétiques,
que dans ce régime de concentration on observe un ancrage cooperatif de plusièurs protéines
ISWI sur une même molécule d’ADN, avec des changement de l’indice d’enlacements de la
molecule qui ne sont ni très reproductibles, ni bien compris. Ceci rend très difficile la compré-
hension du comportement manifesté par l’enzyme à haute concentration, car le signal observé
correspond à l’activité simultanée (et peut être coordonée) de plusieurs moteurs. La formation
de ces complexes multiprotéiques le long de l’ADN, pourrait donc être la raison principale des
différences observées entre la technique TPM et les pinces magnétiques, dans la cinetique d’ac-
crochage et dans la stabilité du complexe en fonction de la concentration d’ATP utilisée. Dans
les mesures TPM nous n’avons pu descendre à de plus basses concentrations d’ISWI car aucun
changement significatif de la distance bout-à-bout n’a pu être observé à de telles concentra-
tions, car le temps de vie des complexes est sans doute trop court pour donner un signal visible
en TPM.
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Résumé des résultats obtenus avec ISWI
La protéine ISWI est capable de s’accrocher sur la molécule d’ADN en réduisant l’extension de
la molécule d’ADN.
L’accrochage se fait en enroulant l’ADN sur la surface de l’enzyme comme cela a été montré
par AFM.
Ce mode d’accrochage de l’enzyme introduit un changement du nombre d’enlacement de la
molécule d’ADN, avec introduction de sousenroulements dans la molécule.
En présence d’ATP, ISWI forme des boucles d’ADN. Cette translocation de l’ADN a été obser-
vée que ce soit en AFM, en TPM ou en pinces magnétiques.
Comme pour RSC, la translocation peut être réversible et la taille de la boucle formée dépend
de la concentration d’ATP utilisée ; les distributions de taille ont, comme pour RSC, un profil
gaussien.
Dans le cas d’ISWI, comme pour RSC, la force affecte fortement la formation de la boucle de
façon exponentielle, et aucune boucle d’ADN n’a été observée au delà de ∼ 2.3pN .
La translocation d’ADN introduit transitoirement des changements du nombre d’enlacement
de la molécule d’ADN, comme pour le complexe RSC, mais avec une chiralité opposée (suren-
roulements emmagasinés dans la boucle ; sousenroulements compensatoires dans le reste de la
molécule).
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Le nombre de tours introduits est différent dans le cas de l’ADN sousenroulé et surenroulé,
ceci peut être, comme pour RSC, dû à un phénomène de relaxation partiel (slippage) du degré
de surenroulement de la boucle formée.
Les images AFM montrent différentes topologies de boucles transloquées (selon que l’enzyme
est localisée aux extremités de l’ADN ou à l’interieur de la molécule) ; ces images révèlent aussi
que la position relative du complexe le long de la molécule change après la translocation.
En TPM, on a étudié le comportement d’ISWI dans des conditions de haute concentration, ce
que nous a permis de mettre en évidence des cinétiques d’accrochage et de stabilité du com-
plexe nucléoprotéique différentes par rapport aux données obtenues avec les pinces magné-
tiques. Ceci peut être du à un phénomène d’accrochage coopératif de l’enzyme qui pourrait
conduire à la formation de complexes multiprotéiques.
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Au cours de cette thèse, nous avons utilisé la micromanipulation et des techniques de visua-
lisation des molécules individuelles d’ADN pour étudier les enzymes de la classe des facteurs
de remodelage de la chromatine ATP-dépendants. Les expériences effectuées nous ont permis
de bien caractériser la translocation de l’ADN par cette famille de protéines en contournant des
problèmes typiques rencontrés lors des mesures effectuées en volume. Les expériences effec-
tuées ont montré que les facteurs de remodelage ISWI et RSC transloquent la molécule d’ADN
avec des mécanismes d’action très similaires. En effet, les deux familles transloquent la molé-
cule d’ADN de façon ATP-dépendante, en formant des boucles d’ADN. La taille de la boucle
d’ADN transloquée par les deux familles augmente avec la concentration d’ATP en suivant une
cinétique de Michaelis-Menten. Cette translocation s’accompagne de plus par un changement
transitoire du degré de surenroulement de la molécule d’ADN.
Les pinces magnétiques se sont révélées un outil idéal pour étudier la translocation de la
molécule d’ADN, mais surtout pour détecter l’introduction de changements transitoires du
degré de superenroulement couplés à la translocation.
Des différences par contre ont été observées dans le mode de translocation. Pour la famille
ISWI, on a observé que même l’accrochage sans ATP est effectué en enroulant très fortement
l’ADN. Avec l’ATP, par contre, l’ADN est toujours enroulé autour de l’enzyme mais la liai-
son avec l’enzyme est plus faible. La translocation de l’ADN par l’enzyme vient s’effectuer en
introduisant des supertours négatifs en maintenant toujours une partie de l’ADN autour de
l’enzyme. Pour le complexe RSC par contre, on n’a détecté de changement ni de longueur, ni
du nombre d’enlacements sans ATP. La translocation de l’enzyme s’effectue en formant des
boucles superenroulées négativement, ce qui introduit des supertours positifs dans le reste de
la molécule. Comme on l’a montré dans les expériences effectuées avec les pinces magnétiques,
cette translocation est fortement influencée par la force appliquée sur la molécule d’ADN dont
dépend fortement soit la taille de la boucle d’ADN transloquée, soit le temps de résidence de
l’enzyme.
Vu que la force influence fortement la translocation des deux familles, on a effectué des
expériences en TPM avec l’enzyme ISWI. L’utilisation de cette technique nous a permis de dé-
terminer la cinétique de résidence d’ISWI à haute concentration de protéines sans appliquer de
tension sur la molécule d’ADN. La cinétique de résidence de la protéine sur la molécule d’ADN
est vraiment différente de celle obtenue avec les expériences faites avec les pinces magnétiques.
Si d’un côté on détecte la formation de boucle induite par la présence d’ISWI, apparemment la
taille de ces boucles d’ADN ne change pas beaucoup en fonction de la concentration d’ATP en
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TPM, de l’absence (présence) d’ATP. On peut remarquer par contre la présence d’une dépen-
dance avec la concentration d’ATP pour le temps de résidence de la protéine sur l’ADN, qui suit
une cinétique enzymatique de type Michaelis-Menten. Les differences observées entre TPM et
AFM sont probablement dues à des effets coopératifs dans l’ancrage d’ISWI qui formeraient à
haute concentration en protéines des multicomplexes le long l’ADN.
La technique de visualisation AFM nous a permis de voir directement le complexe et son
interaction sur l’ADN et aussi de faire des hypothèses quant au mode de translocation du com-
plexe le long de l’ADN. On a remarqué que si, en l’absence d’ATP, la position du complexe RSC
et d’ISWI est aléatoire le long de la molécule, en présence d’ATP, par contre, on voit une aug-
mentation du nombre de protéines localisées à la fin de la molécule d’ADN avec dans certain
cas des boucles d’ADN superenroulées extrudés par les protéines.
Toutes ces données nous mènent à formuler des hypothèses quant au mécanisme de trans-
location de la molécule d’ADN par les deux familles de facteurs de remodelage qui prévoit
aussi un mouvement le long de la molécule comme le montrent la fig. 7 de l’article sur RSC et
la fig.4.21.
Si d’un côté, on a bien caractérisé l’activité de ces deux familles sur l’ADN nu, beaucoup
d’expériences doivent encore être faites, soit sur l’ADNnu, soit sur la chromatine, qui est le sub-
strait naturel de l’action de remodelage, pour confirmer, et/ou approfondir les connaissances,
le mécanisme d’action. Cela reste une piste d’étude à l’échelle de la molécule unique.
En fait, vu notre résolution temporelle et aussi la faible processivité de ISWI et RSC, on n’a
pas réussi à déterminer le pas élémentaire des enzymes. La réduction de la longueur de la mo-
lécule d’ADN utilisée pendant les expériences de pinces magnétiques, et l’augmentation de la
fréquence d’acquisition de la caméra vidéo pourraient améliorer la résolution spatiale, tempo-
relle et le rapport signal sur bruit de l’expérience, et pourraient être utiles dans la détermination
du pas élémentaire des protéines étudiées dans un futur proche.
Il serait intéressant de poursuivre l’étude de la translocation par d’autres expériences de
visualisation pour confirmer notre modèle de translocation. Celles-ci pourraient être faites par
exemple en marquant les protéines avec un fluorophore et en suivant leur "mouvement" le long
des molécules d’ADN déposées de façon linéaire sur une surface.
Comme on peut le voir, l’utilisation de techniques de manipulation et visualisation de mo-
lécules uniques permet d’obtenir des informations qui sont presque impossibles à obtenir avec
des techniques en volume, en permettant de caractériser l’action dynamique d’une enzyme







L’article qui suit présente une étude détaillée de la formation d’une boucle d’ADN dans
la region du promoteur de l’operon gal. Dans cette étude on a determiné le rôle des protéines
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The overall topology of DNA profoundly influences the regulation
of transcription and is determined by DNA flexibility as well as the
binding of proteins that induce DNA torsion, distortion, andor
looping. Gal repressor (GalR) is thought to repress transcription
from the two promoters of the gal operon of Escherichia coli by
forming a DNA loop of 40 nm of DNA that encompasses the
promoters. Associated evidence of a topological regulatory mech-
anism of the transcription repression is the requirement for a
supercoiled DNA template and the histone-like heat unstable
nucleoid protein (HU). By using single-molecule manipulations to
generate and finely tune tension in DNA molecules, we directly
detected GalRHU-mediated DNA looping and characterized its
kinetics, thermodynamics, and supercoiling dependence. The fac-
tors required for gal DNA looping in single-molecule experiments
(HU, GalR and DNA supercoiling) correspond exactly to those
necessary for gal repression observed both in vitro and in vivo. Our
single-molecule experiments revealed that negatively supercoiled
DNA, under slight tension, denatured to facilitate GalRHU-medi-
ated DNA loop formation. Such topological intermediates may
operate similarly in other multiprotein complexes of transcription,
replication, and recombination.
The nucleoid structure in the bacterium Escherichia colicontains a circular DNA molecule of 4.7 million bp present
in highly condensed form. The condensation is mediated by
DNA supercoiling and the binding of several small nucleoid-
associated proteins, e.g., heat unstable nucleoid protein (HU),
integration host factor (IHF), factor for inversion stimulation
(FIS), histone-like nucleoid structuring protein (HNS), suppres-
sor of thymidylate synthase mutant phenotype A (StpA), and
DNA binding protein from starved cells (Dps). These proteins
are known to bend DNA or bind to altered structures of DNA.
It is suggested that these proteins are mainly responsible for the
compaction of DNA in a way that distinguishes the bacterial
nucleoid from eukaryotic chromatin. These proteins are also
associated with the machinery of macromolecular biosynthesis,
including RNA polymerase and specific gene-regulatory, DNA-
binding proteins such as repressors and activators. Indeed, DNA
may serve as a scaffold for the organized recruitment and
assembly of proteins at specific positions to create nucleoprotein
complexes with specific activity and regulatory properties. Such
positioning has long been postulated to be the mechanism of
repression of the gal operon by the gal repressor dimer protein
(GalR). GalR represses transcription initiation from the two
promoters, P1 and P2, of the gal operon by binding to two
spatially separated operators, OE and OI, which encompass the
promoters (1). Repression also requires supercoiled DNA and
the presence of the nucleoid-associated protein HU (2). It has
been proposed that a DNA loop generated by the interaction of
the two operator-bound gal repressors inactivates the promoter
(3). Repression of the gal operon would, thus, occur when a
nucleoprotein complex forms containing supercoiled DNA, two
GalR dimers, and HU. However, direct evidence of such looped
complex has not been reported previously. Furthermore, an
understanding of local conformational changes and their ther-
modynamic driving forces is required to relate structure to
function.
Conventional techniques for studying DNA–protein interac-
tions are restricted to observing the average properties of
molecular ensembles. To breach this constraint, we have used
magnetic tweezers (4) to unwind and stretch single DNA mol-
ecules, containing the regulatory segment of the gal operon, to
study the molecular mechanism of transcriptional control by the
Gal repressor protein. We reasoned that, if DNA looping was to
cause transcriptional repression of the gal operon, it would be
possible to detect transitions between short (looped) and long
(unlooped) conformations of single, supercoiled gal DNA mol-
ecules under moderate tension only in the presence of the GalR
and HU proteins (Fig. 1a).
Materials and Methods
Sample Preparation and Experimental Set Up. The linear DNA
fragments used in the single-molecule experiments are prepared
by linearization of plasmid pBR509. pBR509 contains 288 bp of
the gal operon (from 197 to 91 bp from transcriptional
initiation site) between EcoRI and BamHI restriction sites of
pBR322. pBR509 also contains a sequence of 6,497 bp from the
digestion of  phage with BamHI and SphI. Digestion of pBR509
with SalI and EagI allowed ligation of these two ends with two
‘‘tails’’ labeled with biotin and digoxigenin, respectively. The two
different DNA ‘‘tails’’ are synthesized by PCR by using biotin-
labeled nucleotides in one and digoxigenin-labeled nucleotides
in the other. In so doing, the labels will be on both strands of the
DNA tail. The biotinated tail and the digoxigeninated one,
1000 bp long, will contain an EagI and a SalI site, respectively.
In this way, after digestion of the tails, they can be ligated to the
opposite ends of the fragment from pBR509. Single molecules of
DNA were attached at one end to the glass surface of a
microscope flow-chamber and at the other end to a paramag-
netic bead 2.8 m in diameter. Magnetic tweezers (4) were used
to twist and pull single DNA molecules attached to the beads,
and the length of the DNA was monitored by 3D, video-rate
monitoring of the bead (5). By tracking the 3D position of the
tethered bead (5, 6), the extension l z of the molecule can be
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measured, with an error of 10 nm with 1-s averaging. The
horizontal motion of the bead x2 allows the determination of
the stretching force via the equipartition theorem: F  kBT
lx2. F was measured with 10% accuracy. To eliminate
microscope drift, differential tracking was performed via a
second bead glued to the surface.
Fig. 2. Traces of DNA length vs. time. The green dots are raw data, whereas the continuous colored lines are the averaged signal. The pertinent conditions
are indicated beside each trace. Measurements were conducted at room temperature by using a solution containing 20 mM TrisHCl (pH 7.8), 1 mM DTT, 50 mM
NaCl, and 5 mM MgCl2. The GalR and HU concentrations were 25 nM and 50 nM, respectively. BSA and SSB were used at concentrations of 40 nM. (a) Variations
in DNA extension at constant supercoiling (0.03) and force at F 0.88 pN, unless otherwise stated. DNA with: no proteins (turquoise), GalR and HU (yellow),
GalR and HU with a tension of 1.05 pN (purple), GalR and HU with a tension of 1.32 pN (cyan), GalR and HU and galactose (red), and GalR, HU, and SSB (dark
green). (b) DNA extension at F  0.88 pN, in the presence of GalR and HU as a function of supercoiling.   0.03 (blue);   0 (yellow);   0.015 (purple);
  0.03 (cyan); and   0.06 (red).  is the superhelical density in the DNA defined as (Lk  Lk0)Lk0, where Lk is the linking number of DNA and is given
by the sum of its twist (Tw) and writhe (Wr). In relaxed DNA, Lk Lk0 Tw (number of bp)10.4 bp. Similarly, in our single-molecule experimental conditions
in which DNA molecules are stretched, the distribution between Tw and Wr is about 3:1 whereas in plasmids (unnicked and under no tension) it is about 1:3.
As a result, the torsion within each molecule in our measurements at 0.03 (i.e., with Tw 0.022 Lk0) is slightly higher than the torsion present in a plasmid
at sigma  0.06 (i.e., with Tw  0.015 Lk0).
Fig. 1. Experimental set-up. (a) A
single DNA molecule tethering a
magnetic bead to a surface can be
twisted and stretched by using small
magnets placed above the sample.
DNA loop formation by GalR and HU
reduces the bead-to-surface dis-
tance by an amount z at the ex-
pense of the work, Fz, performed
against the stretching force F. The
tension on the DNA may be used to
tune the transition rates, (unlooped)1
and (looped)1, between the un-
looped and looped state. (b) A typi-
cal telegraph-like signal. (c) A dia-
gram illustrating the variation of G
for the reaction involving the DNA
conformational change associated
with loop opening. The activation
energy for loop opening, Eb  F, is
slightly decreased on pulling,
whereas the activation energy for
loop formation,Ef Fz, is increased
on pulling.
11374  www.pnas.orgcgidoi10.1073pnas.2034851100 Lia et al.
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Data Processing. Traces with transitions between longer (un-
looped) to shorter (looped) lengths were best fitted to the raw
data l(t) (filtered at 2 Hz) by using a sliding Heaviside (step)
function: lstep (t)  s(t  t1)  l1 defined over a time window
of size Tav. In other words, for every t0 of the data set, the
parameters of the step function (s, t1, l1) were fitted such as to
minimize the error (l(t)  lstep(t))2 in the time window t0  t 
t0  Tav, where only one transition is expected. At the end, the
parameters that consistently scored best (2 test) were selected
as steps. The time interval between successive looped and
unlooped steps was binned to form histograms of unlooped
(looped) corresponding to the time spent in the longer (shorter)
state.
Free Energy Calculation: Loop Formation. For an activated process
Arrhenius’ law yields (7): unlooped(F)  0 exp((Ef  Fz)kBT)
and looped (F)  0 exp[(Eb  F)kBT]. unlooped and looped are
the average lifetimes of the unlooped and looped conformations,
Ef and Eb are the energy barriers to formation and breakdown
of the DNA loop at zero force, kB is Boltzman’s constant, T is
the temperature, z is the decrease in the DNA’s extension due
to the formation of a loop, and  is the minimum separation
between the two GalR dimers that leads to loop breakdown (6)
[about 1 nm (8)]. Considering both looping and unlooping to be
first order reactions, the free energy of looping is therefore:
Gl  kBT ln (unloopedlooped). Notice that at the critical force
F  Fc where unlooped  looped : Gl  0. The free energy of
looping at zero force is thus: Gl,0  Ef  Eb  Fc (z  )
(see Supporting Text, which is published as supporting informa-
tion on the PNAS web site, www.pnas.org).
Transcription Assays. Supercoiled DNA plasmids (2 nM) were
preincubated at 37°C for 5 min in transcription buffer (20 mM
Tris acetate10 mM Mg acetate50 mM NaCl) supplemented
with 1 mM DTT, 1 mM ATP, and 0.8 units recombinant
ribonuclease inhibitor (rRNasin) and 20 nMRNA polymerase in
a total reaction volume of 50 l. When required, 80 nM GalR
andor 160 nM HU andor single-stranded binding protein
(SSB) were added before RNA polymerase. To start the tran-
scription reactions, nucleotides were added to a final concen-
tration of 0.1 mM GTP and CTP, 0.01 mM UTP, and 5 Ci
[-32P]UTP (1 Ci  37 GBq). The reactions were incubated for
an additional 10 min before they were terminated by the addition
of an equal volume (50 l) of loading dye (90% formamide10
mMEDTA0.1% xylene cyanol0.1% bromophenol blue). Sam-
ples were heated to 90°C for 2–3 min, chilled, then loaded on an
8% sequencing gel and electrophoresed at a constant power of
60 W in TBE (90 mM Tris64.6 mM boric acid2.5 mM EDTA,
pH 8.3). The RNAI transcripts (108 nt) were used as an internal
control to quantify the relative number of gal transcripts.
Results and Discussion
DNA molecules that were negatively supercoiled by at least 3%
(  0.03) and stretched with a force (F) of 0.88 pN inter-
mittently switched between two conformations in the presence
of both GalR and HU (Figs. 1b and 2a). We verified that no
telegraphic signals were observed in the absence of GalR andor
HU (data not shown), or in the presence of 40 nM D()-
galactose, an inducer of gal transcription (Fig. 2a). Similarly,
GalR and HU did not generate looping in molecules containing
only one operator, OE or OI (data not shown). Taken together,
these measurements confirm the widely held hypothesis that
GalR and HU induce DNA looping in the gal operon.
The higher force was expected to shift the thermodynamic
equilibrium to favor the unlooped form (Fig. 1c). Indeed, the
probability of looping decreased when the tension was raised to
1.32 pN (Fig. 2a). Interestingly, the length of DNA that separates
the GalR binding sites OE and OI (113 bp or 38 nm for B-DNA)
is less than the 55 	 5 nm transition (z) observed experimen-
tally. This finding is consistent with a recently proposed antipa-
rallel loop (9) in which the DNA exiting the loop complex
gradually bends to align in the direction of stretching.
Kinetic and Thermodynamic Parameters. By analyzing the lifetimes
of the looped and unlooped DNA conformations in traces like
those in Fig. 2, we were able to determine the mean lifetimes as
a function of force and calculate the free energy changes of the
looping reactions. In all cases, the lifetime distributions were well
fit by single exponentials (Fig. 3). Thus, in our experiment, loop
formation and breakdown can be analyzed as a two-state system.
At a force of 0.88 pN, the mean lifetimes for both the looped and
unlooped conformations were 17 s. The lifetimes for zero tension
were calculated applying the following relations: unlooped(F) 
unlooped(0) exp(FzkBT), where z  55 nm and looped(F) 
looped(0) exp(FkBT), where   1 nm (8) yielding un-
looped(0)  0.1 ms and looped(0)  21 s. Thus, the lifetime of the
unlooped state dramatically increases with the DNA tension,
whereas the life time of the GalRHU-mediated loop remains
Fig. 3. Mean lifetimes of the looped and the unlooped DNA conformations
were calculated from histograms of the lifetimes at F  0.88 pN and 3%
negative supercoiling.









essentially unchanged. From these lifetimes, we estimated the
free energy change involved in the GalRHU-mediated loop:
Gl,0  kBT ln unlooped(0)looped(0)  12 kBT or 7.1
kcalmol (see Materials and Methods, Supporting Text, and refs.
8 and 10). This is a surprisingly large free energy change,
commensurate with the 12 kBT liberated by the hydrolysis of one
ATP molecule.
A comparison of this value with that estimated from data
reported for the lac repressor protein (LacI) (11), underscores
the thermodynamic role, played by the HU protein. In the case
of LacI-induced DNA loops, Matthews and colleagues (11) used
filter binding of supercoiled plasmids or linear DNA fragments
(12) to estimate the unlooping equilibrium constant to be 890 in
the presence of supercoiling and 510 times larger in the absence
of supercoiling (11). From the relation G  kBT ln Keq, the
free energy for LacI-mediated DNA looping in their supercoiled
DNA can be determined to be 6.8 kBT (4 kcalmol). In
single-molecule experiments (13), a similar value of 7 kBT can
be calculated from the ratio of mean lifetimes for looped and
unlooped states (Keq) of linear DNA in the presence of LacI by
using the 510 factor found by Matthews and colleagues (12) to
account for supercoiling. Considering that (i) LacI has a higher
affinity for its operator site, O1, than GalR has for OE and OI,
(ii) LacI is a stable bidentate tetramer, whereas GalR dimers
interact weakly, and (iii) the 305-bp lac DNA loop is more
flexible than the 113-bp gal DNA loop, HU seems to dramati-
cally stabilize looping in the gal system.
The Role of HU and DNA Supercoiling. To further clarify the roles of
HU andDNA supercoiling, we studied DNA loop formation and
breakdown in DNA molecules with different values of super-
coiling (Fig. 2b) under a condition when the free energy for loop
formation is 0 (F  0.9 pN). Transitions were not observed in
either positively supercoiled DNA (  0.03), relaxed DNA
(  0), or in DNA unwound by 1.5% (  0.015). However,
loop formation and breakdown were observed for DNA un-
wound by 3% or more (  0.03 or 0.06), which exceeds the
1.5% required to denature AT-rich regions in DNA under
tension (14–16). Considering that the HU binding site at the
apex of the galDNA loop is AT rich and palindromic (9, 17), and
that HU preferentially binds to altered DNA structures such as
denatured or cruciform DNA (18–22), we reasoned that HU
may facilitate GalR-mediated looping by tightly binding the
Fig. 4. Suggested model of the mechanism of GalRHU-induced DNA loop formation. Negative supercoiling favors the opening of a bubble of a few base pairs
in the DNA. HU binds preferentially to it, subsequently bending the ssDNA and stabilizing the interaction between two GalR dimers and loop closure.
Fig. 5. In vitro transcription assay. Radiolabeled RNA products of an in vitro transcription assay were separated by gel electrophoresis (Left). A scheme of the
procedure is on theRight. SSB added to lanes 3–5 did not interfere with repression of transcription from promoters P1 and P2due to looping induced by GalRHU
(lane 2). No repression is observed without GalRHU (lane 1).
11376  www.pnas.orgcgidoi10.1073pnas.2034851100 Lia et al.
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single-stranded DNA (ssDNA) in the unwound segment induced
by negative supercoiling. Such a conformation would lower the
energy required for looping, because ssDNA is more flexible
than double-stranded DNA. The model just hypothesized is
described in Fig. 4.
To test this hypothesis, we investigated whether or not SSB
interfered with GalRHU-mediated looping. SSB (23) and HU
(24) proteins both have dissociation constants in the nanomolar
range for binding to single-stranded DNA. Addition of SSB to
our assay eliminated all transitions between looped and un-
looped conformations (Fig. 2a), whereas BSA, used as a control,
had no effect (data not shown). This result suggested that HU
binding to ssDNA might be required for repression of the gal
operon. SSB was also used in an in vitro transcription assay using
supercoiled plasmids3 kb long. In this case, SSB added before
RNA polymerase did not alter simultaneous repression of P1
and P2 by HU and GalR (Fig. 5).
Energetic considerations nicely explain the difference be-
tween the in vitro transcription and the looping experiments.
With 0.9 pN of tension in the DNA, the G of loop formation
is 0 and that of SSB binding to DNA is approximately 9 kBT
(25). Thus, SSB is an effective competitor of GalRHU-
mediated looping. On the other hand, in the transcription assay
in which the DNA is not stretched, the free energy change
associated with loop formation becomes approximately 12
kBT. At the same time, SSB binding becomes less favorable given
the higher temperature of this assay (26) and cannot compete
effectively with the looping reaction. Stretching the DNA deftly
shifted the free energy landscape to favor competition by SSB,
and it remains to be shown that galDNA is under similar tension
in vivo.
Conclusion
Our work shows that manipulation of single molecules permits
the analysis of macromolecular machinery of increasing com-
plexity. Kinetic control achieved through tensioning single DNA
molecules permitted the characterization of a loop that is
remarkably stabilized thermodynamically by the HU protein.
Such a high negative free energy change ensures rapid repression
when galactose is unavailable. SSB interfered with the formation
of the loop in gently stretched molecules, which might be
relevant to conditions in vivo, in which genomic DNA is super-
coiled, topologically constrained by proteins, and locally ten-
sioned by DNA processing enzymes (27). Transcriptional control
via such a loop would be inherently sensitive to the local
environmental and energetic context. The multifactorial and
characteristic kinetic and thermodynamic properties of galDNA
looping distinguish a dynamic system for reducing the expression
of the products of gal operon (28). Besides induction (loop
breakdown) of the operon by D()-galactose, which acts by
inactivating GalR, the loop must break down for expression in
response to anabolic needs resulting from changes in DNA
superhelicity or HU concentration (29–31).
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Derivations for the web site
For an activated process, the larger the activation barrier the exponentially-longer the life-
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time. The activation barrier from the unlooped to the looped state is increased when pulling on
the molecule from Ef to Ef +F∆z, where Ef is the energy barrier for the formation of the loop
at F = 0 and δz is the decrease in DNA extension due to the formation of the loop, see fig. 1c
(paper) . Thus if we define :
– Ef the activation energy necessary for loop formation in the absence of exter-
nal force applied to the DNA (F = 0)
– Ef + Fδz the activation energy for loop formation in the presence of external force
applied to the DNA (F 6= 0)
– Eb the activation energy for loop breakdown in the absence of external force
applied to the DNA (F = 0)
– Eb − Fδ the activation energy for loop breakdown in the presence of external force
applied to the DNA (F 6= 0).
The lifetime of the unloopedDNA conformation as a function of an externally applied force,
according to Arrhenius law is :
τunlooped(F ) = τ0 × e
Ef+F∆z
kBT (A.1)
where τ0 is the typical molecular relaxation time, kB is the Boltzman constant and T is the
temperature.
This can be re-written as :





The first product on the right hand-side of the equation above is the unlooped lifetime in
the absence of force thus, we can re-write it as follows :
τunlooped(F ) = τunlooped(0)× e
F∆z
kBT (A.3)
Similarly, the lifetime of the looped DNA conformation as a function of an externally ap-
plied force is :
τlooped(F ) = τ0 × e
Eb−Fδ
kBT (A.4)
which is equivalent to :





Again, the first product on the right hand-side of the equation above is the looped lifetime
in the absence of force thus, we can re-write it as follows :
τlooped(F ) = τlooped(0)× e
−Fδ
kBT (A.6)
The free energy variation of loop formation is :




Substituting in eqn. 7, eqns. 6 and 3 :






∆Gl = kBT ln
τ0 × eEf/kBT × eF∆z/kBT
τ0 × eEb/kBT × e−Fδ/kBT (A.9)
Simplifying out the τ0 and grouping the exponents,
∆Gl = kBT ln
Simplifying and grouping :
∆Gl = (Ef − Eb) + F (∆z + δ) (A.11)
∆Gl = ∆Gl,0 − F (∆z + δ) (A.12)
Where ∆Gl,0 is the free energy of loop formation in the absence of force (F = 0).
At F = Fc, ∆Gl = 0 (see text), thus
∆Gl,0 = Fc(∆z + δ) (A.13)
At F = Fc = 0.88pN ,
– τlooped(Fc) = τunlooped(Fc) ∼= 17s
at F = 0, using ∆z = 55nm and δ = 1nm :
– τunlooped(0) ∼= 0.1ms
– τlooped(0) ∼= 21s,
thus :





B.1.1 L’ADN pour les pinces magnétiques
La construction d’ADN est composée de trois parties distinctes : un fragment principal
(environ 3.3kb) obtenu après digestion par NdeI et HindIII du plasmide pSA850 (qui provient
du laboratoire de S. Adhya) extrait de bactéries E. coli en phase exponentielle en utilisant le kit
Plasmid-extraction Qiagen.
Parallèlement, une molécule d’ADN de l’ordre de 800 paires de bases est synthétisée par
PCR à partir du plasmide pSA850 autour du site MCS. Nous utilisons des nucléotides dUTP
marqués par la biotine ou la digoxigénine (Roche). Le fragment marqué par la biotine est digéré
avec NdeI, alors que le fragment marqué par la digoxygénine est coupé avec HindIII.
Toutes les purifications des fragments d’ADN ont été faites en utilisant le PCR purification
kit Qiagen, l’echantillon a ensuite été concentré avec le filtre Microcon100 (Millipore). Enfin,
la ligation de ces trois fragments donne une molécule d’environ 3.6 kb a priori sensible à la
torsion. Cependant une fraction variable des molécules possède généralement au moins une
cassure simple brin.
B.1.2 Préparation de l’ADN pour les expériences TPM et AFM
L’ADN utilisé pour les expériences de TPM a été obtenu en amplifiant par PCR une amorce
d’ADN d’environ 900 pb du plasmide pUC19 en utilisant des amorces marquées avec de la
biotine et de la digoxigénine. Les amorces ont été purifiées après avec le PCR purification Kit
de Qiagen. L’ADN utilisé pour les expériences AFM a été obtenu en amplifiant par PCR une
amorce d’ADN de 900 pb du plasmide pOid-O1 (donné par le chercheur Sankar Adhya) et
purifié avec le kit Quiagen, l’ADN étant finalement resuspendu dans le tampon TE (10mM Tris
(pH 8.8), 1mM EDTA) préparé avec de l’eau stérile déionisée de qualité HPLC (Sigma-Aldrich).
B.2 Préparation des capillaires pour les pinces magnétiques
Le protocole utilisé pour préparer les chambres réactionnelles (petits capillaires en verre de
50 mm x 1 mm x 1 mm) est le suivant : la surface du capillaire est rincée avec une solution
5M NaOH pour activer les silicates de surface. Elle est ensuite rincée avec de l’eau déionisée
153
Préparation des microchambres pour les expériences TPM Protocoles expérimentaux
et séchée avec un jet d’argon. Ensuite, elle est placée sur une platine chauffante pour quelques
minutes, puis incubée avec du Sigmacote (Sigma-Aldrich), qui forme une couche de polysilane
sur la surface. Après 20 − 30 min. d’incubation sur la plaque chauffante, elle est incubée avec
de l’Antidigoxygénine (100 µg/ml dans PBS). L’incubation dure environ trois heures. Enfin la
surface est passivée et conservée à 4◦C jusqu’à utilisation dans une solution contenant du PBS,
1% BSA, 1% Pluronic F127(Sigma-Aldrich), et 0.01% NaN3.
B.3 Préparation des microchambres pour les expériences TPM
Après avoir préparé la microchambre comme cela est décrit dans le chapitre 2, on introduit
de 7 à 15 µl d’antidigoxigénine(100 µg/ml dans PBS) et on incube la chambre pendant 30min.
à température ambiante. On fait une vingtaine de rinçages avec du PBS contenant 0.1% de BSA.
On ajoute ensuite une solution 8 × 10−13 M d’ADN conservé dans le tampon TE (10 mM Tris
(pH 8.8), 1 mM EDTA) et on laisse incuber 1 h à température ambiante. On fait une vingtaine
de rinçages avec du PBS en contenant 0.1% de BSA, on rajoute une dizaine de µl (≈ 1 × 1011
billes) des billes de 480 nm de diamètre recouvertes de streptavidine (Indicia Biotechnology).
Après 20min. on rince avec le tampon de la protéine.
B.4 Préparation des disques de Mica pour l’AFM
Des disques de mica (Ted Pella Inc., Redding, California) sont collés avec de la colle acry-
lique à un support en métal. On clive ensuite le mica en détachant une à une les couches su-
perficielles avec du ruban adhésif. Sur le mica clivé, on dépose 7 à 10 µl de poly-L-ornitine
(100 ng/µl)(Sigma St.Louis, MO) et on laisse incuber pendant 5min., ensuite, on rince avec 800
µl d’eau déionisée qualité HPLC (Sigma-Aldrich). On sèche avec de l’azote et on rajoute 10 à
20 µl d’une solution d’ADN diluée soit dans le tampon de la protéine (sans BSA et préparée
avec de l’eau déionisée) de façon à atteindre la concentration souhaitée, soit dans un mélange
ADN/protéine. On laisse incuber entre 2 et 5min, puis on rince avec de l’eau déionisée HPLC
et on sèche avec de l’azote.
B.5 Tampon de la protéine
Le tampon standard que j’ai utilisé pour toutes les expériences (Pinces Magnétiques, TPM
et AFM) avec les facteurs de remodelage, était le suivant :
– 50mMKCl
– 10mM Hepes (pH 7.8)
– 3mMMgCl2
– 0.1mM DTT
Dans les expériences TPM et avec les pinces magnétiques, j’ai rajouté au tampon de la BSA
(0.1%).
B.6 Analyse de données
Tous les programmes d’analyse de traces enzymatiques obtenues avec les pinces magné-
tiques, ainsi que des programmes de traitements (histogrammes, ajustements, etc.) ont été
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écrits en C et intégrés dans XV , le programme d’interface et d’acquisition écrit par Vincent
Croquette. Pour la détermination des changements de longueur des molécules d’ADN due à
l’interaction avec les protéines utilisées, on a ajusté chaque bouffée d’activité par un polygone
à 5 segments. Les segments 1, 3 et 5 sont horizontaux et on impose aux segments 1 et 5 d’être
au même niveau. Les coordonnées li, ti(i = 1, ..., 6) des sommets des segments sont ajustés en
minimisant l’erreur avec le χ2 test. La variation de longueur est égale à δln = l3 − l2 = l4 − l5,
et le τon et τoff pour une bouffée activité particulière est égaux respectivement à τon = t3 − t2
et τoff = t5 − t4.
Pour la détermination du degré de surenroulement dans la boucle transloquée par RSC et
ISWI, on a appliqué la relation suivante :
∣∣σ±∣∣ ≡ n±∣∣∣l±t ∣∣∣h (B.1)
où n± est le nombre de tours introduits dans l’ADN surenroulé respectivement positive-
ment et négativement, l±t est la longueur de la boucle transloquée dans l’ADN surenroulé (±)
et h est le pas hélical de l’hélice de l’ADN.
Le nombre de tours introduits par le complexe RSC est donné par la relation suivante :
δl± = l±t ∓ n±lp (B.2)
où δl± est la variation de longueur observée dans l’ADN surenroulé respectivement posi-
tivement et négativement et lp est la longueur du plectonème à la force à laquelle on a fait les
expériences.
Le nombre de tours introduits par ISWI est donné par la relation suivante :
δl± = l±t ± n±lp. (B.3)
Pour les deux relations on a fait l’hypothèse que la boucle transloquée est la même dans
l’ADN surenroulé (±) et que cette valeur correspond à la boucle transloquée dans l’ADN nické
(δlnick).
Le programme utilisé pour suivre le mouvement de la bille dans la technique TPM a été
écrit par le chercheur D. Brogioli. Les traces ont été traitées et analysées par la suite avec le
programme Origin 7. Les images AFM ont été analysées avec le programme OpenSource Ima-
geJ pour mesurer la longueur des molécules et le programme WSxM (Nanotech, Inc.) pour la
détermination de la hauteur.
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Au cours de cette thèse, nous avons étudié le fonctionnement de différents facteurs de re-
modelage de la chromatine (RSC et ISWI), en utilisant les techniques de pinces magnétiques,
TPM et AFM. Les facteurs de remodelage sont des enzymes qui sont responsables de la régu-
lation de l’accessibilité de la chromatine (ADN compacté dans le noyau cellulaire). Dans une
première partie, nous présentons la structure de l’ADN et sa compaction à l’intérieur de la cel-
lule. Ensuite, nous abordons le remodelage de la chromatine en nous focalisant sur le remode-
lage ATP-dépendant. Après, nous présentons les techniques classiques employées en molécule
unique pour étudier l’interaction ADN/protéines, ainsi que les montages expérimentaux utili-
sés. Tous ces montages expérimentaux nous ont permis de bien caracteriser la translocation des
facteurs de remodelage sur l’ADN nu, et de proposer un mécanisme d’action possible utilisé
par la famille SWI/SNF et la famille ISWI.
Mots clés : ADN, nucléosome, facteurs de remodelage de la chromatine, molécule unique,
pinces magnétiques, TPM, AFM, boucles d’ADN, translocation, introduction de surenroule-
ment, mécanisme d’action.
Abstract
We have studied the behaviour of the chromatin remodeling factors RSC and ISWI using
single DNAmolecule micromanipulation setups (Magnetic Tweezers and TPM) and AFM ima-
ging. Chromatin remodeling factors are enzymes responsible for regulating chromatin acces-
sibility in the cell. In the first part of this thesis, we introduce DNA structure and the DNA
compaction inside the cell. Next, we introduce chromatin remodeling, focusing in particular
on ATP dependent remodeling. Next, we introduce standard single molecule techniques used
to investigate protein/DNA interactions, describing the setups used to conduct experiments.
These differents aproaches allow us to well characterize chromatin remodeling factors trans-
location, and they allow us to propose a possible mechanism of action to explain chromatin
remodeling by the SWI/SNF and ISWI families.
Key words : DNA, chromatin, nucleosome, chromatin remodeling factors, single molecule,
magnetic tweezers, tethered particle motion, AFM, looping, translocation, supercoiling intro-
duction, mechanism of action.
